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Cryptosporidium es un protozoo parásito, de distribución cosmopolita, que afecta 
fundamentalmente al tracto gastrointestinal de un amplio abanico de hospedadores 
vertebrados, incluido el ser humano (Xiao y Feng, 2008). Este género integra múltiples 
formas genéticamente diferentes, incluyendo especies/genotipos bien adaptados a un 
hospedador tipo y otras que afectan a un espectro más amplio de hospedadores como, por 
ejemplo, Cryptosporidium parvum, que actualmente está considerado un importante agente 
zoonótico (Xiao y Ryan, 2008).  
 
Las infecciones por Cryptosporidium tienen una gran importancia en los rumiantes 
domésticos; de hecho, los estudios epidemiológicos longitudinales muestran prevalencias 
acumuladas del 100%, siendo también notable la presencia del parásito en los rebaños. La 
alta morbilidad observada en los rumiantes se debe a que se presentan manifestaciones 
clínicas tras la ingestión de un escaso número de ooquistes, y además, los animales 
excretan al medio un elevado número de ooquistes que son muy resistentes. Aunque los 
rumiantes se pueden infectar por varias especies del protozoo, la especie que se identifica 
con mayor frecuencia en los brotes de diarrea neonatal es C. parvum (Santín y Trout, 
2008), sobre todo durante las épocas de paridera.  
 
La criptosporidiosis es más frecuente en animales muy jóvenes y se caracteriza, 
fundamentalmente, por diarrea, debilidad y anorexia. En los rumiantes domésticos causa 
importantes pérdidas directas debido a la elevada mortalidad que produce, además, de otras 
mermas indirectas (menor ganancia de peso, menor resistencia a otras enfermedades, etc.). 
En España las diarreas neonatales de los rumiantes son un problema especialmente grave y 
frecuente, con prevalencias que oscilan entre el 50-60% (Matos-Fernández et al., 1993; 
Muñoz et al., 1996; De la Fuente et al., 1998, 1999; Quílez et al., 2008a, b), siendo 
Cryptosporidium uno de los principales agentes etiológicos identificados, junto con otros 
patógenos bacterianos y víricos.  
 
Para la detección de ooquistes en las heces, tradicionalmente se han empleado técnicas 
microscópicas (Heine, Ziehl-Neelsen modificado, auramina, Kinyoun, etc), aunque en la 
mayoría de los casos, el tamaño de los ooquistes, su forma o las características de la tinción 
no permiten identificar las especies de Cryptosporidium. En la última década se han 
desarrollado diversas técnicas basadas en biología molecular que son más complejas pero 
que tienen mayor sensibilidad y especificidad que las microscópicas. La aplicación de estas 
técnicas a los estudios epidemiológicos sobre las infecciones por Cryptosporidium han 
permitido determinar qué especies están implicadas en la transmisión de los animales y las 
personas y, al mismo tiempo, han contribuido a esclarecer diversos aspectos 
epidemiológicos. 
 
Las técnicas moleculares (SSU rRNA, COWP, HSP70, actina, etc.) se utilizaron en un 
principio para la diferenciación de especies/genotipos de este protozoo; siendo en la 
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actualidad las técnicas basadas en el estudio del gen que codifica para la SSU rRNA las 
más empleadas para el genotipado de Cryptosporidium. La aplicación de estos métodos 
moleculares ha revelado por ejemplo que, en España, uno de los principales patógenos de 
los rumiantes domésticos, C. parvum, es la especie más importante tanto en terneros como 
en corderos y cabritos (Quílez et al., 2008a, b). En ganado vacuno, estudios recientes de 
biología molecular sugieren la existencia de una relación entre la edad y la presencia de 
determinadas especies de Cryptosporidium, de manera que los terneros sin destetar están 
más predispuestos a la infección por C. parvum. Además, estos animales constituyen el 
reservorio más importante de C. parvum para humanos (Santín y Trout, 2008) siendo 
considerada junto a C. hominis, las especies más comunes en brotes de criptosporidiosis 
humana, tanto en personas inmunodeprimidas como inmunocompetentes. En ganado 
vacuno, los animales de más edad parecen estar parasitados por especies más adaptadas a 
ellos y con menos capacidad patógena que C. parvum; en terneros de 2 a 11 meses, 
predominan C. bovis y C. ryanae, mientras que en animales mayores de 1 año es C. 
andersoni la especie más prevalente.  
 
En la epidemiología de la criptosporidiosis humana, la intervención del ganado ovino 
y caprino, ha sido menos estudiada. Algunos autores afirman que la presencia de C. 
parvum en los ovinos es escasa y que predominan otras especies, como C. ubiquitum o C. 
xiaoi (Ryan et al. 2005; Santín et al. 2007; Elwin y Chalmers, 2008; Geurden et al. 2008; 
Wang et al., 2010; Sweeny et al., 2011b; Yang et al., 2014). Por el contrario, en otros 
estudios, algunos realizados en España, indican que C. parvum es una especie prevalente 
en ovinos y una de las principales responsables de brotes de diarrea en granjas de pequeños 
rumiantes (Mueller-Doblies et al. 2008; Quílez et al. 2008b; Paoletti et al., 2009; Yang et 
al., 2009; Smith et al., 2010; Cacciò et al., 2013; Imre et al., 2013). También C. bovis y C. 
ubiquitum parasitan frecuentemente a los ovinos, mientras que C. andersoni, C. hominis, 
C. fayeri y C. suis, junto con otros genotipos, se observan de forma más esporádica. Sin 
embargo, en el ganado ovino, las técnicas de biología molecular todavía no han permitido 
determinar una asociación entre las muestras procedentes de los animales de distintas 
edades y la aparición de especies diferentes de Cryptosporidium. 
 
Los estudios acerca de las especies/genotipos de Cryptosporidium presentes en el 
ganado caprino son todavía más escasos, y su papel como fuente de infección para el ser 
humano es motivo de controversia, principalmente debido a que las pocas determinaciones 
moleculares se han realizado en un número muy reducido de aislados. C. parvum tiene una 
distribución global, y se ha obtenido, tanto en cabritos con diarrea como asintomáticos, así 
como en cabras adultas (Morgan et al., 1998; Chalmers et al., 2002, Wu et al., 2003; 
Hajdušek et al., 2004; Goma et al., 2007; Geurden et al., 2008; O’Brien et al. 2008). 
Además también se han descrito, en un reducido número de cabras, C. andersoni, C. 
hominis, C. ubiquitum y C. xiaoi (Park et al., 2006; Karanis et al., 2007; Giles et al., 2009; 





Recientemente, una segunda generación de técnicas moleculares con mayor poder de 
discriminación, ha permitido el estudio de variaciones intraespecíficas, principalmente en 
C. parvum y C. hominis (Xiao y Ryan, 2008). La secuenciación del gen de la glicoproteína 
de 60 kDa (gp60) es actualmente el método de subtipado más empleado, debido a la 
heterogeneidad de este gen y a la relevancia que tiene en la biología del parásito. Se ha 
confirmado la presencia de subtipos de C. parvum específicos de humanos y otros 
específicos de animales, así como subtipos zoonóticos (Cacciò et al. 2005). Hasta el 
momento se han identificado numerosas familias (del IIa al IIl) dentro de C. parvum, 
procedentes tanto de humanos como de animales, cada una con varios subtipos. Sin 
embargo, solo las familias IIa y IId se consideran con capacidad zoonótica; la primera es 
mucho más frecuente y, dentro de ella, el subtipo IIaA15G2R1 se considera a nivel 
mundial como el predominante en terneros, así como el principal responsable de 
criptosporidiosis de tipo zoonótico en humanos (Misic y Abe, 2007; Wielinga et al. 2008; 
Xiao y Ryan, 2008; Xiao, 2010). Por otra parte, los subtipos de C. parvum que infectan a 
ovejas y cabras no están bien documentados, aunque algunos estudios indican que los 
corderos con diarrea frecuentemente están infectados con subtipos pertenecientes a las 
familias zoonóticas IIa y especialmente IId, lo que demuestra el posible papel de los 
corderos como fuente de infección para los humanos (Chalmers et al. 2005; Quílez et al. 
2008a). 
 
Tras secuenciar el genoma de C. parvum y C. hominis, se han identificado regiones 
micro y minisatélites, así como otras altamente polimórficas, que consisten en repeticiones 
en tándem de varios nucleótidos, de longitud variable y que se encuentran en el genoma de 
los organismos eucariotas. Su empleo en análisis multilocus permite incrementar el poder 
discriminatorio para caracterizar las distintas cepas de las especies de Cryptosporidium 
identificadas, además de constituir una herramienta de enorme utilidad epidemiológica 
(Jex et al., 2008; Xiao, 2010). La mayoría de los métodos empleados para investigar los 
polimorfismos de los micro y minisatélites se basan en el análisis del tamaño de los 
fragmentos obtenidos mediante PCR usando secuenciación (Cacciò et al., 2000, 2001; 
Huetink et al., 2001; Chalmers et al., 2005; Wielinga et al., 2008), electroforesis capilar 
(Enemark et al., 2002; Mallon et al., 2003a; Schindler et al., 2005; Hunter et al., 2007; 
Leoni et al., 2007; Morrison et al., 2008) o geles de poliacrilamida de alta resolución (Feng 
et al., 2000; Hourihan et al., 2001; Oura et al., 2003; Tanriverdi and Widmer, 2006; 
Tanriverdi et al., 2006). La secuenciación es la técnica de referencia (“gold standard”) 
para determinar el tamaño del alelo y la única que permite la detección de substituciones 
de nucleótidos; sin embargo, la electroforesis capilar es más económica y de mayor 
utilidad para detectar infecciones mixtas, por otra parte, la electroforesis en geles de 
poliacrilamida de alta resolución pueden realizarse con equipos habitualmente disponibles 
en los laboratorios de investigación. No obstante, en Cryptosporidium los estudios 
comparativos acerca del rendimiento y fiabilidad de estas técnicas moleculares son 
limitados; además, es necesario una determinación segura y reproducible del tamaño del 
fragmento para poder comparar los datos obtenidos en diferentes laboratorios, ya que 
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algunos autores han señalado que existen discrepancias respecto al tamaño de los 
fragmentos obtenidos mediante secuenciación y análisis automático de fragmentos y que, 
sin embargo, están incluidos en diferentes plataformas (Delmotte et al., 2001; Pasqualotto 
et al., 2007). 
 
Tomando como base lo expuesto anteriormente, nos planteamos dos estudios, cuyos 
principales OBJETIVOS son: 
 
ESTUDIO 1. Presencia y caracterización molecular de aislados de Cryptosporidium en 
rumiantes domésticos de Galicia 
 
1.1. Conocer la prevalencia de infección por Cryptosporidium spp en explotaciones de 
rumiantes domésticos (vacas, ovejas y cabras) del noroeste de España. 
 
1.2. Identificar las especies/genotipos y subtipos de Cryptosporidium que parasitan a 
los rumiantes domésticos y determinar su potencial zoonósico.  
 
 
ESTUDIO 2. Análisis de la variabilidad genética de C. parvum en terneros y corderos, 
explotados en Galicia, mediante análisis multilocus (ML1, ML2 y GP60) 
 
2.1. Comparar la coherencia, tipabilidad, poder discriminatorio, coste, tiempo de 
análisis y facilidad de uso de tres métodos (secuenciación, electroforesis capilar y 
electroforesis en geles de alta resolución) para el análisis del tamaño de fragmentos de las 
regiones microsatélite de Cryptosporidium ML1 y ML2. 
 
2.2. Analizar la variabilidad genética de C. parvum en terneros y corderos, del 
noroeste de España, mediante el análisis multilocus del ML1, ML2 y gp60. 
2. REVISIÓN BIBLIOGRÁFICA 

Revisión Bibliográfica 9 
 
 
2.1. CICLO BIOLÓGICO 
 
Cryptosporidium es un protozoo parásito obligado e intracelular que presenta un ciclo 
biológico monoxeno, siendo necesario un único hospedador para completar la fase sexual y 
asexual (Smith et al., 2005a; Thompson et al., 2005). Taxonómicamente pertenece al 
Phylum Apicomplexa, Orden Eimeriidae, Clase Coccidea. Sin embargo, recientes 
descubrimientos han reabierto el debate sobre su filiación debido a las diferencias 
observadas en su ciclo biológico y filogenia respecto a otros Eimeriidae, como Cyclospora, 
Cystoisospora o Eimeria (Barta y Thompson, 2006). Las especies de Apicomplexa se 
caracterizan, en general, por su especificidad de hospedador, localización de las fases 
endógenas y morfología. No obstante, recientes estudios genéticos permitieron comprobar 
que el género Cryptosporidium integra múltiples formas genéticamente diferentes que 
poseen una especificidad de hospedador variable, incluyendo especies/genotipos bien 
adaptados a su hospedador y otras que afectan a un amplio espectro de mamíferos. 
Además, las características morfológicas de los ooquistes sólo permiten diferenciar a los 
más pequeños y semi-esféricos (4-6 mm de diámetro) de los que son más grandes y 
ovalados (7x5 mm). Por ello, las técnicas de diagnóstico rutinarias y tradicionales, como 
por ejemplo las microscópicas, no permiten una correcta identificación de las especies del 
protozoo. Sin embargo, en la última década se han desarrollado numerosas técnicas 
moleculares que permiten detectar y diferenciar a Cryptosporidium spp. hasta nivel de 
especie/genotipo y subtipo. De este modo, se ha determinado que Cryptosporidium es un 
conjunto fenotípica y genotípicamente heterogéneo de especies y genotipos 
morfológicamente similares (Xiao et al., 2004). Hasta el momento se han identificado 27 
especies de Cryptosporidium, que se recogen en la Tabla 2.1. El empleo de estas 
herramientas para la realización de estudios epidemiológicos en áreas endémicas y 
epidémicas se ha incrementado de forma notable en los últimos años, lo que ha supuesto 
nuevos conocimientos de las rutas de transmisión de la criptosporidiosis en humanos y 
animales. 
 
Los seres humanos y los animales pueden adquirir la infección por Cryptosporidium 
por diferentes rutas, que incluyen el contacto directo con hospedadores infectados o por la 
ingestión de agua o alimento contaminado. De este modo, un hospedador se infecta cuando 
ingiere las formas de resistencia del protozoo (ooquistes) esporuladas presentes en los 
alimentos, agua o el medio ambiente. Una vez en el interior del tracto gastrointestinal, la 
pared del ooquiste se rompe a través de una línea de sutura localizada en uno de sus polos, 
liberándose cuatro esporozoítos (Reduker et al., 1985). La exposición a condiciones 
reductoras, enzimas pancreáticas y/o sales biliares en el intestino delgado favorece el 
desenquistamiento y la liberación de los esporozoítos (Spano y Crisanti, 2000; Tzipori y 
Ward, 2002). Sin embargo, en condiciones experimentales se ha demostrado que, al 
contrario que otros Eimeriidae, los ooquistes pueden desenquistarse espontáneamente en 
soluciones acuosas tibias, lo que explicaría la capacidad de Cryptosporidium para invadir 
otros tejidos extraintestinales, como la conjuntiva ocular, el tracto respiratorio (Fayer et al., 
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1990), vesícula biliar, hígado, páncreas, linfonódulos, testículos, ovarios, útero y vagina 
(Fleta et al., 1995, Chen et al., 2002). 
 
Tabla 2.1. Especies de Cryptosporidium aceptadas actualmente como válidas, tamaño medio de 
ooquiste y hospedadores. 
Especie Tamaño medio 
ooquiste (µm) 
Hospedador Referencias 
C. andersoni 7,4 x 5,5 Vacuno Lindsay et al. 2000 
C. baileyi 6,2 x 4,6 Gallinas y otras 
aves 
Current et al., 1986 
C. bovis 4,9 x 4,6 Vacuno Fayer et al., 2005 
C. canis 5,0 x 4,7 Perro Fayer et al., 2001 
C. cuniculus 5,6 x 5,4 Conejos y 
humanos 
Robinson et al., 2010 
C. erinacei 4,9 x 4,4 Erizos Kváč et al., 2014 
C. fayeri 4,9 x 4,3 Marsupiales Ryan et al., 2008 
C. felis 4,6 x 4,0 Gato Iseki, 1979 
C. fragile 6,2 x 5,5 Sapo Jirků et al., 2008 
C. galli 8,3 x 6,3 Gallinas Ryan et al., 2003 
C. hominis 4,9 x 5,2 Humanos Morgan-Ryan et al., 2002 
C. macropodum 5,4 x 4,9 Canguro Power y Ryan, 2008 
C. meleagridis 5,2 x 4,6 Aves, mamíferos Slavin, 1955 
C. molnari   4,7 x 4,5 Besugo Álvarez-Pellitero y Sitja-Bobadilla, 
2002 
C. muris 7,0 x 5,0 Roedores Tyzzer, 1907 
C. parvum 5,0 x 4,5 Humanos, 
mamíferos 
Tyzzer, 1912 
C. ryanae 3,7 x 3,2 Vacuno Fayer et al., 2008 
C. scophthalmi   4,4 x 3,9 Rodaballo Álvarez-Pellitero et al., 2004 
C. scrofarum 5,2 x 4,8 Suídos Kváč et al., 2013 
C. serpentis 6,2 x 5,3 Reptiles Levine, 1980 
C. suis 4,6 x 4,2 Suídos Ryan et al., 2004 
C. tyzzeri 4,6 x 4,2 Ratón Ren et al., 2012 
C. ubiquitum 5,0 x 4,7 Mamíferos Fayer et al., 2010b 
C. viatorum 5,4 x 4,7 Humanos Elwin et al., 2012 
C. varanii 4,8 x 4,7 Reptiles Koudela y Modry, 1998 
C. wrairi 5,4 x 4,6 Cobaya Vetterling et al., 1971 
C. xiaoi 3,9 x 3,4 Ovino Fayer y Santín, 2009 
 
Una vez liberados, los esporozoítos móviles alcanzan el borde luminal de los 
enterocitos (Figura 2.1), invadiéndolos de forma activa tras unirse a receptores específicos 
situados en la superficie de las células (Wetzel et al., 2005). Posteriormente, el parásito 
queda contenido en el interior de la denominada vacuola parasitófora. Mediante 
microscopía electrónica se ha observado que este protozoo se desarrolla en el interior de la 
célula hospedadora, aunque en un extremo del citoplasma y separado de éste por la 
membrana de una organela de alimentación o fijación (Barta y Thompson, 2006). La 
localización intracelular pero extracitoplasmática de la vacuola parasitófora es única entre 
los coccidios, y podría ser la responsable de la reducida eficacia que presentan los 
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fármacos que se han ensayado para el control de Cryptosporidium (De Graaf et al., 1999a; 
Cacciò, 2012). 
 
Al mismo tiempo que este proceso de internalización progresa, el esporozoíto adquiere 
una forma esférica, denominándose trofozoíto. El núcleo del trofozoíto se divide 
asexualmente (merogonia o esquizogonia), formando un meronte tipo I, que contiene ocho 
merozoítos de tipo I. Al romper la vacuola parasitófora, éstos se liberan a la luz intestinal e 
invaden otros enterocitos donde se repite el proceso de esquizogonia, pudiendo formar 
merontes de tipo I o de tipo II. El núcleo del meronte tipo II sufre dos divisiones y forma 
cuatro merozoítos tipo II, que invaden otras células hospedadoras para iniciar la fase de 
reproducción sexual. Así, se desarrollan macrogamontes (femeninos) y microgamontes 
(masculinos) (Fayer y Ungar, 1986). Tras adherirse y penetrar a través de la membrana de 
la célula hospedadora y de la membrana del macrogamonte, los microgametocitos 
liberados de los microgamontes fertilizan a los macrogamontes, que evolucionan a zigotos. 
 
 
Figura 2.1. Ciclo biológico de Cryptosporidium (tomado de Juranek, 2000) 
 
La mayoría de los macrogametos fertilizados se rodean de una pared trilaminar y 
forman el ooquiste que, por lo general, mide entre 4-6 µm (Harris y Petry, 1999) y está 
esporulado, presentando cuatro esporozoítos. La mayoría de los ooquistes poseen una 
pared gruesa y son eliminados al medio con las heces, siendo ya infectantes (O’Donoghue, 
1995; Barta y Thompson, 2006). Por el contrario, un pequeño porcentaje de ooquistes, 
cercano al 20%, desarrollan una única membrana que se rompe con facilidad en la luz 
intestinal liberando los esporozoítos, lo que facilita la autoinfección. Por lo tanto, en 
ausencia de una respuesta inmunitaria protectora, este protozoo puede mantenerse en un 
hospedador sin la necesidad de que éste ingiera nuevos ooquistes de pared gruesa (Current 
y Reese, 1986).   
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En varios estudios experimentales se determinó que el periodo de prepatencia para 
Cryptosporidium parvum oscila entre 4 y 22 días en el hombre (DuPont et al., 1995) y 
entre 2 y 7 días en terneros (Tzipori et al., 1983; Fayer et al., 1998), aunque puede ser 
mayor dependiendo de la edad del animal y de la dosis infectante (Egyed et al., 2003). Por 
otro lado, el periodo de patencia en C. parvum varía entre 1-13 días en terneros (Fayer et 
al., 1998) y 1-20 días en el hombre. 
 
 
2.2. EPIDEMIOLOGÍA  
 
Aunque en la década de los setenta Cryptosporidium spp. se había identificado en un 
amplio rango de animales domésticos y en el hombre, era considerado como un patógeno 
oportunista de reducido impacto sobre la salud animal y pública. Sin embargo, a principios 
de los ochenta, se demostró que constituía una de las principales causas de brotes de 
diarrea en rumiantes domésticos, pudiendo provocar el proceso en ausencia de otros 
enteropatógenos (Tzipori et al., 1980; Angus et al., 1982; Ortega-Mora et al., 1999). 
 
Actualmente, Cryptosporidium spp. se reconoce mundialmente como uno de los 
enteropatógenos implicados frecuentemente en la aparición de procesos diarreicos en 
rumiantes junto a otros agentes bacterianos, víricos y parasitarios. Se ha demostrado que 
Escherichia coli enterotoxigénicos, Salmonella spp, Campylobacter spp, Clostridium spp, 
Rotavirus, Coronavirus, Cryptosporidium spp, Eimeria spp y Giardia spp pueden estar 
asociados a la aparición de brotes de infecciones en rumiantes, tanto de forma aislada 
como combinados, aunque también se han aislado en animales clínicamente sanos (Muñoz 
et al., 1996; García et al., 2000; Orden et al., 2002; Oporto et al., 2007; García Meniño, 
2013).  
 
Tradicionalmente se ha considerado a rotavirus como el enteropatógeno más 
prevalente en terneros con diarrea (De Graaf et al., 1999a; De la Fuente et al., 1999). Sin 
embargo, esta situación parece haber cambiado en las últimas décadas. Estudios recientes 
han identificado a Cryptosporidium como el agente aislado con mayor frecuencia en 
rumiantes neonatos con diarrea (Snodgrass et al. 1986; Martín-Gómez et al., 1995a; 
Muñoz et al., 1996; De la Fuente et al., 1998; Joachim et al. 2003; Silverlǻs et al., 2010; 
García Meniño, 2013). Esto puede deberse a un incremento en la incidencia de 
Cryptosporidium en los últimos años (De la Fuente et al., 1999) junto con la reducción del 
número de casos de diarreas por rotavirus, reflejo de la eficacia de las vacunas frente a este 
virus que se comenzaron a comercializar para ganado vacuno a finales de la década de los 
ochenta (De Graaf et al., 1999b).  
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2.2.1. Prevalencia de Cryptosporidium en rumiantes sin destetar en España 
Diversos estudios realizados en España señalan que Cryptosporidium es un parásito 
muy prevalente en granjas de rumiantes domésticos, donde las prevalencias de infección en 
animales sin destetar alcanzan porcentajes muy elevados. 
 
Tras la primera denuncia de criptosporidiosis en ganado vacuno en España (Juste et 
al., 1987), diversos estudios han demostrado la presencia del parásito en un 40,0-66,7% de 
las granjas, mientras que los porcentajes de infección en terneros oscilan entre el 12,0% y 
el 58,5% (Matos-Fernández et al., 1993; Castro-Hermida et al. 2002a, 2006). Estos 
porcentajes son más elevados en animales lactantes con diarrea (Tabla 2.2). 
 
Rojo-Vázquez et al. (1985) describieron por primera vez en España un brote de 
criptosporidiosis en corderos con diarrea. Numerosos trabajos han destacado la notable 
importancia de esta infección en granjas de ganado ovino (46,7%-100%), así como en 
corderos sin destetar con diarrea (Tabla 2.2). En animales jóvenes muestreados al azar, 
independientemente de la presencia de signos diarreicos, las prevalencias oscilaron entre el 
12,2% y el 59,0% (Clavel et al., 1989; Pilar-Izquierdo et al., 1993; Matos-Fernández et al., 
1993, 1994; Martín-Gómez et al., 1995a, 1995b; Muñoz et al., 1996; Causapé et al., 2002). 
 
Tabla 2.2. Prevalencias de infección por Cryptosporidium en rumiantes domésticos que presentaban 
diarrea neonatal en España 
 Zona Prevalencia Autores 
Terneros Galicia 76% García Meniño (2013) 
Aragón 64,7% Quílez et al. (1996a) 
Norte de España 57,8% Quílez et al. (2008a) 
 Centro de España 52,3% De la Fuente et al. (1998) 
 León 35,7% Martín-Gómez et al. (1995a) 
 
Corderos Aragón 79,4% Causapé et al. (2002) 
León 70,8% Martín-Gómez et al. (1995b) 
Castilla-León 44,8% Muñoz et al. (1996) 
Castilla-León 40,2% Pilar-Izquierdo et al. (1993) 
 
Cabritos Aragón 55,7% Quílez et al. (2001) 
Castilla-León 41,7% Muñoz et al. (1996) 
 
Aunque Cryptosporidium se ha señalado como el enteropatógeno más común en 
cabritos con diarrea neonatal (Matos-Fernández et al., 1994; Muñoz et al., 1996), sin 
embargo, son escasos los estudios realizados sobre las prevalencias de infección halladas 
en ganado caprino explotado en España. A excepción del trabajo realizado por Matos-
Fernández et al. (1994), que señala porcentajes de infección muy elevados (100% granjas y 
70% individual), en el resto de los estudios, las prevalencias son mucho más bajas, 
oscilando entre el 11,0% y el 19,1% de los animales y el 35,5% de las granjas (Matos-
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Fernández et al., 1993; Martín-Gómez et al., 1995b; Muñoz et al., 1996; Sainz-Ceballos et 
al., 2009). Por el contrario, en cabritos con diarrea, los porcentajes de infección fueron 
mucho más elevados (Tabla 2.2). 
 
 
2.2.1. Factores que influyen en la presentación de la criptosporidiosis 
 
Resistencia de los ooquistes 
Los elevados porcentajes de infección hallados en los rumiantes domésticos se deben, 
en gran medida, a tres características de Cryptosporidium spp: su baja dosis infectante, la 
elevada excreción de formas de resistencia en las heces que puede incluso superar los 10 
millones de ooquistes por gramo de heces (Fayer et al., 1998; Nydam et al., 2001) y su 
gran resistencia en el medio. Los ooquistes permanecen infectantes durante 2-6 meses a 
4ºC, pero sólo resisten 30 minutos a 65ºC o 24 horas a -18ºC, siendo muy sensibles a la 
desecación y a la congelación (Ortega-Mora et al., 1999). Asimismo, son muy resistentes a 
la desinfección química (Quílez et al., 2005); los ooquistes no se muestran afectados por la 
mayoría de los desinfectantes utilizados en laboratorios o de uso doméstico e industrial, 
como el hipoclorito sódico al 6% o el etanol al 70% (Weir et al., 2002). Para reducir el 
poder infectante de los ooquistes de este protozoo, la mayoría de los desinfectantes 
deberían emplearse durante largos periodos de tiempo a una concentración muy elevada, lo 
que supondría riesgos de toxicidad, así como un elevado coste (Fayer et al., 1997; Fayer, 
2008). Además, la cloración del agua, a las dosis usuales, tiene escaso efecto pues los 
ooquistes resisten al ozono y a la cloración (Korich et al., 1990; Fayer, 1995). Por el 
contrario, se ha comprobado que la formalina al 10%, así como los compuestos a base de 
peróxidos o de amonio eliminan o reducen de manera notable la capacidad infectante de 
los ooquistes (Pavlasek, 1984; Quílez et al., 2005; Fayer, 2008). 
 
Manejo e higiene de las explotaciones 
En las explotaciones de rumiantes domésticos suele haber condiciones que favorecen 
el aumento de la presión de infección y, por lo tanto, de los porcentajes de infección por 
Cryptosporidium, generalmente asociado a una higiene deficiente de las instalaciones y/o 
un manejo incorrecto de los animales. Debido a que la vía oro-fecal es la principal forma 
de transmisión de este parásito, el origen más frecuente de infección para un rumiante 
recién nacido es la contaminación de su entorno por parte de otros animales jóvenes con 
diarrea ocasionada por Cryptosporidium. Por ello, mantener a los rumiantes neonatos en 
cubículos compartidos con otros animales jóvenes favorece la aparición de brotes de 
criptosporidiosis (Díaz et al., 2010). Además, diversos estudios han señalado que los 
suelos fáciles de limpiar (cemento o emparrillado), el uso diario de desinfectantes 
adecuados para la limpieza de las instalaciones y el mantenimiento de la zona de paridera 
en excelentes condiciones de limpieza, suponen un menor riesgo de adquirir 
criptosporidiosis (Castro-Hermida et al., 2002a; Causapé et al., 2002). Por el contrario, la 
prevalencia de Cryptosporidium es superior en animales que se manejan en grupo y donde 
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el suelo es de tierra o paja (Díaz et al., 2010). Aunque la mayoría de los estudios describen 
una relación positiva entre el riesgo de infección y el tamaño de la explotación que deriva 
de la mayor densidad de animales (Garber et al., 1994; Quigley et al., 1994; Mohammed et 
al., 1999; Causapé et al., 2002), un estudio llevado a cabo en Galicia señaló lo contrario 
debido a que, en esta zona, los alojamientos y la higiene suelen ser mejores en las 
explotaciones grandes que en las pequeñas (Castro-Hermida et al., 2002a). La estación 
también influye en el riesgo de infección por este parásito; en las explotaciones 
tradicionales de ovino y caprino, la criptosporidiosis se presenta con mayor frecuencia en 
invierno-primavera, lo que en líneas generales coincide con la época de paridera, donde el 
elevado número de nacimientos favorece el hacinamiento y el aumento de la presión de 
infección.  
 
Ingesta de calostro 
Se ha comprobado que los anticuerpos calostrales no tienen un efecto protector frente 
a la infección en rumiantes neonatos, aunque reducen la gravedad de los síntomas e 
incrementan la resistencia de los animales a otros patógenos entéricos. Además, no parece 
existir ninguna relación entre la presentación clínica de la criptosporidiosis y la 
alimentación natural o artificial. Sin embargo se observa una mayor mortalidad cuando la 
alimentación es insuficiente o incorrecta, dado que los animales enfermos requieren mayor 
cantidad de energía que los sanos para mantener su temperatura corporal. 
 
Edad e inmunidad 
Aunque en la especie humana el estado inmunitario influye notablemente sobre la 
evolución de la enfermedad, en los rumiantes domésticos su importancia es difícil de 
separar de otros factores, como la edad. Se ha comprobado que los animales neonatos son 
más receptivos a la infección por este protozoo; por ello, los porcentajes de infección más 
elevados, que muchas veces superan el 50%, se observan en los animales de 1 a 3 semanas 
de edad, que adquirieron la infección poco después de nacer (Ortega-Mora y Wrigh, 1994; 
Quílez et al., 1996a; De la Fuente et al., 1999; Causapé et al., 2002; Castro-Hermida et al., 
2002b, 2006; Santín et al., 2004; Maddox-Hyttel et al., 2006; Roy et al., 2006; Starkey et 
al., 2006b). Esta receptividad disminuye con la edad, lo que se traduce en valores de 
prevalencia mucho más reducidos en los animales adultos, generalmente inferiores al 10% 
(Causapé et al., 2002; Castro-Hermida et al., 2005, 2007). 
 
La aplicación de técnicas de biología molecular ha revelado que, en ganado vacuno, la 
edad está relacionada con la presencia de determinadas especies de Cryptosporidium, de 
manera que los terneros menores de 8 semanas están más predispuestos a la infección por 
C. parvum, responsables en gran medida de la aparición de importantes brotes de diarrea 
neonatal (Quílez et al., 2008a; Santín et al., 2008). Los animales de más edad parecen estar 
parasitados por especies más adaptadas al ganado vacuno y menos patógenas que C. 
parvum, por lo que la presencia de sintomatología clínica relacionada con el protozoo no es 
frecuente en estos animales. En bovinos de 2 a 11 meses, predominan C. bovis y C. ryanae, 
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mientras que C. andersoni es la especie más importante en vacas de más de 1 año (Fayer et 
al., 2006, 2007; Santín et al., 2008); estos resultados sugieren que los novillos y animales 
adultos no poseen gran importancia como reservorios de la infección para los terneros más 
jóvenes. Por el contrario, los estudios moleculares realizados en ganado ovino y caprino 
todavía no han permitido determinar una asociación entre la edad de los animales y la 
presencia de las diferentes especies de Cryptosporidium. 
 
 
2.3. PATOGENIA Y SIGNOS CLÍNICOS EN RUMIANTES DOMÉSTICOS 
 
La mayoría de las especies del género Cryptosporidium invaden células epiteliales del 
tracto digestivo, sobre todo del intestino delgado (Tzipori et al., 1983; Heine et al., 1984); 
el final del yeyuno y en el íleon son las localizaciones más comunes (Heine et al., 1984). 
El intestino grueso, por el contrario, no se muestra afectado por este protozoo (Tzipori et 
al., 1983). Sin embargo, otras especies como Cryptosporidium andersoni, 
Cryptosporidium muris o Cryptosporidium serpentis, parasitan células de las glándulas 
gástricas (Fayer, 2008). 
 
En otros animales se han identificado especies/genotipos de Cryptosporidium que no 
infectan células del aparato digestivo; C. baileyi se ha observado en diversos tejidos del 
aparato respiratorio de las aves, como los senos paranasales y la tráquea (Current et al., 
1986). Del mismo modo, una especie de Cryptosporidium todavía no identificada se ha 
detectado en la superficie de las células epiteliales de los uréteres y de los túbulos 
colectores del riñón, siendo la responsable de la criptosporidiosis renal de las aves 
(Gardiner y Imes, 1984; Randall, 1986; Nakamura y Abe, 1988; Trampel et al., 2000). 
 
El desarrollo de las diversas fases del protozoo en la parte apical de los enterocitos 
provoca la destrucción de los mismos, lo que se traduce en atrofia, fusión y disminución de 
la longitud de las vellosidades intestinales, quedando la superficie de absorción muy 
disminuida (Howerth, 1981; Tzipori et al., 1983; Heine et al., 1984). En respuesta a la 
pérdida de células epiteliales, se produce una hiperplasia compensatoria de las células de 
las criptas intestinales; sin embargo estas nuevas células son relativamente indiferenciadas, 
con baja capacidad enzimática y de absorción (Tzipori, 1988). Estos factores provocan una 
deficiencia en el proceso de absorción (malabsorción), que origina la diarrea.  
 
Al disminuir la capacidad enzimática de la mucosa intestinal, se reduce la capacidad 
de digestión (mala digestión). La actividad de la β-galactoperoxidasa o lactasa, presente en 
las microvellosidades de los enterocitos maduros, disminuye; de este modo la lactosa 
permanece en la luz intestinal, dando lugar a fermentaciones anormales y a productos 
oncóticamente activos que arrastran agua hacia el lumen, agravando la diarrea y causando 
deshidratación.  
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El proceso inflamatorio que provoca el parásito a nivel intestinal, caracterizado por un 
aumento de los linfocitos intraepiteliales totales y de los porcentajes de linfocitos T CD4+ 
y CD8+, produce una alteración de la permeabilidad celular, lo que también repercute 
sobre las funciones de absorción y digestión. Dentro de los mecanismos patógenos del 
protozoo también se discute la liberación por parte de Cryptosporidium de una toxina de 
acción semejante a la toxina del cólera, con un posible efecto secretor (Guarino et al., 
1994; Tzipori y Ward, 2002) 
 
Los signos clínicos dependen sobre todo de la edad del hospedador y de su estado 
inmunitario, así como de la especie/genotipo del parásito y su virulencia, determinada 
genéticamente. Cryptosporidium parvum es la especie más patógena y frecuente en 
terneros, aunque la mayoría de las infecciones se producen en animales menores de 8 
semanas de vida (Santín et al., 2004; Fayer et al., 2006, 2007; Langkjær et al., 2007). Por 
el contrario, C. bovis y C. ryanae son especies más adaptadas al ganado vacuno, por lo que 
no causan sintomatología clínica, siendo más comunes en animales jóvenes destetados 
(Santín et al., 2008). Estudios recientes en corderos y cabritos lactantes sugieren que C. 
parvum es la especie más prevalente en estos animales (Quílez et al., 2008b; Yang et al., 
2009; Smith et al., 2010; Imre et al., 2013), aunque otras especies intestinales, como C. 
ubiquitum o C. xiaoi también podrían jugar un papel importante en la aparición de brotes 
de diarrea neonatal (Wang et al., 2010; Sweeny et al., 2011). En todos los casos se ha 
señalado que la infección concomitante con otros enteropatógenos parece agravar el cuadro 
clínico (Santín, 2013), aunque es necesaria su demostración de forma experimental 
(Chalmers y Katzer, 2013). 
 
Las infecciones por criptosporidios intestinales que afectan a rumiantes domésticos 
son más frecuentes en animales jóvenes, especialmente de 1 a 3 semanas de vida (Huetink 
et al., 2001; Nydam et al., 2001; Causapé et al., 2002; Castro-Hermida et al., 2002b; 
Santín et al., 2004; Misic et al., 2006) y se caracterizan por la aparición de una diarrea 
profusa de color amarillento y consistencia acuosa que se presenta de forma aguda, 
asociada a una elevada excreción de ooquistes que puede superar los 10
7
 ooquistes por 
gramo de heces (Snodgrass et al., 1984; Koudela y Jiri, 1997; Ortega-Mora et al., 1994; 
Tzipori et al , 1982; Anderson, 1982; Angus et al., 1982; Fayer et al., 1998). Se ha 
demostrado que un solo ternero puede eliminar hasta 10
10
 ooquistes en el curso de una 
infección (Nydam et al., 2001; Fayer, 2004). En terneros se ha comprobado que la diarrea 
puede aparecer muy pronto, a los 3 días post-infección, con una media de 
aproximadamente 8 días (3-14 días), con un período de patencia de 12 días (Castro-
Hermida et al., 2002b). En pequeños rumiantes se ha observado que la diarrea puede durar 
sobre 3-5 días en los casos leves de la enfermedad, y 1-2 semanas en casos más graves. El 
periodo de prepatencia oscila entre 2 y 7 días en corderos (Tzipori y Campbell, 1981), 
mientras que en cabritos es de aproximadamente 4 días (Koudela y Jiri, 1997). De todos 
modos, este periodo puede aumentar con la disminución de la dosis infectante (Blewett et 
al., 1993) o con el incremento de la edad del animal (Ortega-Mora et al., 1994).   
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Otros signos clínicos que pueden mostrar los rumiantes con criptosporidiosis son 
depresión, debilidad, postración, anorexia, dolor abdominal, pérdida de peso y fiebre 
(Howerth, 1981; Tzipori et al., 1983). Si las condiciones medioambientales son adversas y 
el manejo de la explotación no es bueno, se pueden producir brotes con elevada 
mortalidad, asociada principalmente a la deshidratación. En la necropsia puede observarse 
atrofia de la grasa mesentérica e infartación de los ganglios regionales abdominales 
(Tzipori et al., 1983). El intestino delgado presenta un cuadro de enteritis congestiva, con 
la mucosa hiperémica pero no hemorrágica. El contenido intestinal es, con frecuencia, 
amarillento, acuoso y con restos de leche sin digerir; también se pueden apreciar acúmulos 
de gas en ciego y colon (Sanford y Josephson, 1982; Heine et al., 1984).  
 
C. andersoni infecta las glándulas gástricas del abomaso (Anderson, 1987, 1990) y, 
aunque se ha identificado en terneros mayores de 4 semanas de vida, es más frecuente en 
ganado vacuno mayor de un año (Olson et al., 1997; Santín et al., 2004; Kváč et al., 2006; 
Fayer et al., 2007). Cursa de forma más crónica que C. parvum y los animales infectados 
no presentan diarrea, excretando un menor número de ooquistes en heces (Kváč y Vitovec, 
2003). Desde el punto de vista histopatológico, se ha comprobado que la infección por C. 
andersoni causa hiperplasia, hipertrofia y metaplasia del epitelio glandular del abomaso 
(Kváč y Vitovec, 2003). En vacas lecheras, Esteban y Anderson (1995) observaron una 
eliminación continua de ooquistes de C. andersoni durante un año; aunque estos animales 
no mostraron signos clínicos de la infección, se comprobó que producían 
significativamente menos leche que las no infectadas. 
 
 
2.4. TÉCNICAS DE DIAGNÓSTICO 
 
Los signos clínicos que muestra un animal con criptosporidiosis son, por lo general, 
muy similares a los observados en otras gastroenteritis, tanto de origen infeccioso como 
debidas a otras causas. Por ello, aunque los datos epidemiológicos y la sintomatología 
clínica permitan sospechar de la infección por Cryptosporidium, se requiere técnicas de 
diagnóstico que confirmen su presencia. Teniendo en cuenta los porcentajes de infección 
anteriormente citados (ver capítulo 2.2.1), debería sospecharse de la presencia de 
Cryptosporidium en todos los casos de diarreas neonatales en rumiantes. 
 
En un brote de diarrea neonatal en una granja de rumiantes, posee gran interés 
conseguir de forma rápida un correcto diagnóstico etiológico, lo que permitirá instaurar las 
medidas de tratamiento, control y prevención más adecuadas en cada caso. Se han descrito 
una gran variedad de métodos para la detección de Cryptosporidium spp., entre los que se 
incluyen técnicas microscópicas, inmunológicas y moleculares. Las primeras permiten 
identificar el parásito en tejidos o heces y son, por lo general, rápidas y baratas (Potters y 
Van Esbroeck, 2010). Las técnicas inmunológicas y moleculares son más complejas y 
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suponen un mayor coste aunque, generalmente, ofrecen mejores valores de sensibilidad y 
especificidad (Siddons et al., 1992; Morgan et al., 1998). 
 
2.4.1. Técnicas microscópicas 
 
2.4.1.1. Examen histológico 
Hasta principios de la década de los 80, el diagnóstico etiológico de la 
criptosporidiosis se basaba en el estudio de cortes histológicos de muestras de tejido 
intestinal obtenidas mediante biopsia o necropsia, con objeto de localizar los estadios 
endógenos del parásito en el borde apical de los enterocitos. Actualmente la microscopía 
óptica y/o electrónica es útil en el estudio de los aspectos histopatológicos y cambios de la 
estructura celular asociados a la infección, aunque no se emplean en el diagnóstico 
rutinario de la enfermedad debido a su carácter invasivo, al coste humano y material y a su 
escasa sensibilidad. 
 
a)             b) 
 
Figura 2.2. Fases endógenas de Cryptosporidium en la superficie del intestino delgado. a) microscopio 
electrónico de barrido (Vitovec y Koudela, 1988), b) microscopio óptico (Casemore, 1991). 
 
En cualquier caso, las muestras tisulares que se examinen deben fijarse, tan pronto 
como sea posible, para evitar la autolisis de las células epiteliales. Al examinar 
microscópicamente cortes de intestino teñidos con hematoxilina/eosina, las fases 
evolutivas del parásito aparecen como pequeños cuerpos basófilos esféricos (de 2 a 5 µm) 
en el borde apical de la mucosa (Lamps, 2009), aunque por su tamaño pueden pasar 
inadvertidas. Sin embargo, para observar las características ultraestructurales y su 
localización dentro de la vacuola parasitófora es necesario recurrir al microscopio 
electrónico (O’Donoghue, 1995).  
 
 
2.4.1.2. Examen microscópico 
Estos métodos se basan en la detección de las formas de resistencia del parásito en las 
heces del hospedador, constituyendo técnicas de elección al ser rápidas, baratas y poseer 
una buena sensibilidad. Las muestras de heces pueden observarse en fresco o bien 
conservarse en formol tamponado al 10% o en acetato sódico/ácido acético/formalina 
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(SAF) (Mtambo et al., 1992; Campbell et al., 1993). Además, la viabilidad de los ooquistes 
y su capacidad infectante puede preservarse con conservantes como el dicromato potásico 
(K2Cr2O7) al 2’5% o almacenados a 4ºC. En aquellos casos donde se sospeche de otras 
infecciones parasitarias, se recomienda la toma de varias muestras fecales con y sin 
conservantes (García, 2007). 
 
Concentración de ooquistes 
Como durante el curso de la infección aguda el animal elimina un número muy 
elevado de ooquistes, generalmente, no es preciso concentrar previamente las formas 
parasitarias, que se identifican directamente a partir de extensiones de heces; de todos 
modos, hay que considerar que la excreción de ooquistes puede variar a lo largo del 
período de patencia. Por el contrario, los animales con infecciones subclínicas eliminan un 
reducido número de ooquistes, por lo que podría ser necesario analizar más de una muestra 
de heces para confirmar un resultado negativo (Crawford y Vermund, 1988); en estos casos 
también podría emplearse material previamente concentrado con el fin de separar los 
ooquistes de los detritus fecales y aumentar la sensibilidad (García et al., 1983). 
 
Para concentrar los ooquistes del protozoo se pueden emplear métodos de flotación 
con soluciones de densidad variable como la de cloruro sódico saturado, sulfato 
magnésico, sulfato de zinc o sacarosa de Sheather. Estas técnicas permiten obtener 
muestras con un menor contenido de detritus fecales, aunque pueden perderse algunos 
ooquistes con baja densidad (Chalmers y Katzer, 2013). También se han utilizado técnicas 
de sedimentación difásica que se pueden realizar con formol-éter, formol-acetato de etilo y 
agua destilada-acetato de etilo (Current y García, 1991; O’Donoghue, 1995), que son 
especialmente útiles para procesar heces que presenten un elevado porcentaje de grasa. 
Algunos autores no aprecian diferencias significativas de sensibilidad entre los distintos 
métodos de concentración (Anderson, 1983; Villacorta, 1989); por el contrario, otros 
autores (Casemore et al., 1985; Mtambo et al., 1992; Fayer et al., 2000) señalan que la 
flotación en sacarosa de Sheather y la sedimentación con formol-éter son más sensibles.  
 
La separación inmunomagnética (immunomagnetic separation, IMS) es un método 
inmunológico de gran utilidad para recuperar ooquistes en muestras que presentan un 
reducido número de formas parasitarias, como paso previo al empleo de técnicas 
moleculares (Smith, 2008). Se basa en el empleo de perlas magnéticas cuya superficie se 
encuentra recubierta de anticuerpos monoclonales que reconocen determinadas proteínas 
de la pared del ooquiste del protozoo; de esta manera, las partículas magnéticas se unen a 
los ooquistes, que se pueden separar del resto de la muestra mediante la acción de un imán. 
Posteriormente, las partículas magnéticas pueden eliminarse mediante la adición de una 
solución ácida, obteniendo los ooquistes purificados (Campbell y Smith, 1997). Sin 
embargo, este método no se suele emplear en el laboratorio de forma rutinaria por ser una 
técnica laboriosa y cara. 
  
Revisión Bibliográfica 21 
 
 
Técnicas de tinción de Cryptosporidium en extensiones de heces 
Se han descrito numerosas técnicas para la identificación de ooquistes de este protozoo 
en las heces, con valores de sensibilidad muy diversos. Entre las más empleadas se 
encuentran la tinción con carbolfucsina o tinción negativa de Heine, la tinción Ziehl-
Neelsen modificada y la tinción con auramina.  
 
La tinción negativa de Heine (Heine, 1982) se basa en la utilización de fucsina básica 
fenicada que tiñe los detritus fecales, destacando los ooquistes refringentes no coloreados 
(Figura 2.3). Destaca por su rapidez, sencillez y bajo coste, por lo que se considera un buen 
método para realizar un cribado inicial, sobre todo en estudios epidemiológicos 
preliminares (Villacorta, 1989; García-Meniño, 2013). También muestra una buena 
concordancia con otras técnicas más sensibles. García-Meniño et al., (2013) comprobaron 
que, en heces procedentes de terneros con diarrea, los resultados obtenidos con la técnica 
de Heine mostraban una buena concordancia con los observados con la tinción de 
auramina (κ= 0,707) y ELISA directo (κ= 0,705). Por el contrario, en muestras de animales 
sin diarrea, la concordancia era moderada. 
 
La tinción negativa presenta también algunos inconvenientes: las preparaciones no son 
permanentes y deben examinarse en los primeros 15 minutos tras su realización, pues 
posteriormente los ooquistes son más difíciles de identificar (Heine, 1982; Potters y Van 
Esbroeck, 2010). Además, los ooquistes pueden confundirse con levaduras u otros 
artefactos presentes en la materia fecal. Con el fin de evitar estas confusiones se han 
descrito técnicas diferenciales que tiñen la pared y el contenido del parásito.  
 
 
Figura 2.3. Tinción negativa de Heine. Los ooquistes, refringentes, quedan sin teñir. 
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Los métodos usados para teñir organismos ácido-alcohol resistentes comenzaron a 
utilizarse en la identificación de Cryptosporidium tras el descubrimiento de que la pared de 
los ooquistes del parásito resiste la decoloración con alcohol-ácido. La tinción Ziehl-
Neelsen (Henriksen y Pohlenz, 1981) es una tinción permanente que permite detectar 
ooquistes del protozoo, que se observan de color rojo brillante sobre un fondo verde-
azulado (Figura 2.4). Este método fue modificado posteriormente, convirtiéndose en la 
técnica más utilizada para la tinción de ooquistes en muestras de heces (Casemore, 1991), 
y hace unos años se consideraba como la técnica “gold-standard”.  
 
Entre sus inconvenientes destaca su largo tiempo de ejecución, puesto que se tarda 
unos 30-45 minutos (Mtambo et al., 1992; Chartier et al., 2002). Diferenciar los ooquistes 
de Cryptosporidium de otros objetos esféricos de tamaño similar puede revestir cierta 
dificultad para una persona poco entrenada, sobre todo en muestras que presentan un 
reducido número de ooquistes (Smith, 2008). Se debe considerar que algunas levaduras y 
restos fecales pueden adquirir una coloración rojo pálido, pudiendo dar lugar a confusión. 
Además, cuando se sobrepasa el tiempo óptimo de decoloración, los ooquistes pueden 
aparecer poco teñidos, dando lugar al diagnóstico de falsos negativos; por ello algunos 
autores recomiendan utilizar tinciones que incorporan safranina, tales como la técnica de 
Köster modificada (safranina y potasa/verde malaquita) o la de Baxby (safranina/azul de 
metileno) que tiñe los ooquistes de un rosa anaranjado (Villacorta, 1989). 
 
 
Figura 2.4. Tinción Ziehl-Neelsen modificada. Los ooquistes se observan de color rojo sobre el fondo 
verde-azulado. 
 
Con el fin de aumentar la sensibilidad del diagnóstico, se han descrito técnicas basadas 
en la captación de un fluorocromo por parte de Cryptosporidium; para ello se utiliza una 
solución fenólica de auramina, que tiñe tanto la pared externa del ooquiste como las 
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estructuras internas. Existen varias variantes, como la tinción con auramina/rodamina 
(García et al., 1987), auramina/fucsina fenicada (Casemore et al., 1985), naranja de 
acridina (García et al., 1983), mepracina (Ungureanu y Dontu, 1992) o permanganato 
potásico (Fleck y Moody, 1988). Es una técnica relativamente fácil, rápida y barata; 
además, la identificación de los ooquistes es menos subjetiva y permite la observación de 
la muestra empleando un menor aumento (x 200); su mayor inconveniente reside en la 
necesidad de poseer un microscopio de fluorescencia (Chalmers y Katzer, 2013). 
 
 
2.4.2. Técnicas inmunológicas 
 
2.4.2.1. Técnicas inmunológicas directas 
La búsqueda de métodos rápidos y con elevados valores de rendimiento diagnóstico ha 
favorecido el desarrollo de técnicas que, basándose en la reacción antígeno-anticuerpo, 
permiten identificar ooquistes tanto en heces (Sterling y Arrowood, 1986; Stibbs y 
Ongerth, 1986; García et al., 1987; McLauchlin et al., 1987; Arrowood y Sterling, 1989) 
como en muestras ambientales (Ongerth y Stibbs, 1987; Smith y Grimason, 2003). Con el 
fin de evitar las reacciones cruzadas, estas técnicas emplean anticuerpos monoclonales 
específicos frente a Cryptosporidium (Rusnak et al., 1989; Anusz et al., 1990; García et 
al., 1992). 
 
Las técnicas de inmunofluorescencia ofrecen valores de sensibilidad y especificidad 
superiores a los métodos de tinción convencionales, sobre todo en muestras que presentan 
pocos ooquistes y muchos detritus fecales (Crawford y Vermund, 1988; Arrowood y 
Sterling, 1989; Grigoriew et al., 1994; Clavel et al., 1996; Quílez et al., 1996b). Existen 
varios kits comerciales disponibles en el mercado; cada uno de ellos utiliza un determinado 
anticuerpo monoclonal que reconoce ciertos antígenos de la superficie del ooquiste (Smith 
y Ronald, 2001). Por ello, la intensidad de la fluorescencia puede variar dependiendo del 
anticuerpo monoclonal del kit comercial que se emplee, así como del aislado de 
Cryptosporidium presente. La mayoría de los anticuerpos monoclonales se han 
desarrollado frente a epítopos presentes en ooquistes de C. parvum; como la expresión de 
un determinado epítopo puede variar dentro del género Cryptosporidium, es muy probable 
que los ooquistes de diferentes especies y genotipos, así como de determinados subtipos, 
puedan mostrar una fluorescencia menos intensa. Agnamey, et al. (2011) señalaron que C. 
felis no se detectaba bien con esta técnica, mientras que Graczyk et al. (1999) demostraron 
que con un kit comercial (Merifluor, Meridian Bioscience Inc., EE.UU.) los ooquistes de 
C. varanii mostraban una fluorescencia muy débil. 
 
24 MARÍA SOILÁN LÓPEZ 
 
 
Figura 2.5. Inmunofluorescencia directa. Ooquistes teñidos con Crypto-cel ® 
 
Posteriormente se han empleado técnicas inmunoenzimáticas con anticuerpos 
monoclonales que detectan coproantígenos (Anusz et al., 1990; Robert et al., 1990; 
Siddons et al., 1992). Destacan dos tipos de métodos: el ELISA sándwich y la 
inmunocromatografía. 
 
Durante la última década, el diagnóstico de la criptosporidiosis, sobre todo en 
humanos, se ha orientado a la utilización del ELISA directo, aunque este método no 
permite la identificación de las especies del protozoo (Chalmers y Katzer, 2013). En 
comparación con las técnicas microscópicas, la detección de coproantígenos mediante 
ELISA es más fácil de realizar y no requiere de técnicos experimentados para la 
realización de los análisis (Smith, 2008). Algunos autores han señalado que esta técnica 
posee una menor sensibilidad que las basadas en la inmunofluorescencia (Anusz et al., 
1990; You et al., 1996), mientras que otros (Kehl et al., 1995; Graczyk et al., 1996) 
indican que la sensibilidad es similar con ambos métodos. Sin embargo, según Smith 
(2008) la especificidad del ELISA directo es muy elevada (98-100%). 
 
La inmunocromatografía es una técnica muy sencilla, rápida y cualitativa, ya que las 
reacciones positivas se observan como una banda de color en una localización específica 
del kit. Este método se puede emplear para realizar análisis en el campo, lo que permite 
instaurar rápidamente las medidas de tratamiento y control más adecuadas. Como en el 
caso del ELISA, la especificidad es elevada y cercana al 100%. En comparación a las 
técnicas microscópicas, algunos autores han observado mejores cifras de sensibilidad 
(Chan et al., 2000), mientras que otros autores (Johnston et al., 2003; Weitzel et al. 2006) 
citan porcentajes más bajos. Chalmers y Katzer (2013) señalan que la sensibilidad de la 
inmunocromatografía es inferior a la del ELISA directo. 
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2.4.2.1. Técnicas inmunológicas indirectas 
Las técnicas de detección de anticuerpos en suero (ELISA, inmunofluorescencia 
indirecta, Western-blotting, etc.) pueden utilizarse como un método diagnóstico alternativo 
debido a que, en la mayoría de los individuos, la excreción de ooquistes y antígenos del 
protozoo en heces es intermitente. De este modo, estas técnicas son útiles para determinar 
la exposición a Cryptosporidium y detectar portadores asintomáticos que eliminan 
ooquistes de forma intermitente. Además, permiten identificar infecciones recientes, 
observándose una seroconversión que se manifiesta aproximadamente a las dos semanas 
post-infección (p.i.). Diversos autores (Tzipori y Campbell, 1981; Hill et al., 1990) han 
señalado que, en corderos, la respuesta inmunitaria frente al protozoo se detecta a los 7-14 
días p.i., mientras que en terneros los anticuerpos aparecen entre los 6 y los 21 días p.i. 
(Tzipori y Campbell, 1981; Williams y Burden, 1987; Harp et al., 1990; Whitmire y Harp, 
1991).  
 
Sin embargo, estas técnicas no son adecuadas para diagnosticar infecciones activas, 
debido a que los anticuerpos específicos no aparecen hasta que la eliminación de ooquistes 
en heces ha finalizado (Koch et al., 1985; Sterling y Arrowood, 1986; Casemore, 1987; 
Current y Snyder, 1988; Mead et al., 1988; Hill, 1990). Otra de las limitaciones de estos 
métodos serológicos es su baja especificidad. La existencia de antígenos comunes entre 
Cryptosporidium y Eimeria da lugar a falsos positivos debido a la presencia de reacciones 
cruzadas (Ortega-Mora et al., 1992; Lorenzo-Lorenzo et al., 1993). Del mismo modo, la 
existencia de anticuerpos calostrales de origen maternal en el recién nacido puede dificultar 
la detección de anticuerpos desarrollados por el propio individuo (Mann et al., 1987; 
Ortega-Mora, 1993).  
 
 
2.4.3. Técnicas moleculares 
Uno de los mayores problemas que tienen los investigadores que utilizan técnicas 
microscópicas radica en la ausencia de características morfológicas que diferencien los 
ooquistes de Cryptosporidium, por lo que es prácticamente imposible identificar 
correctamente las diferentes especies de este protozoo. Recientemente se han desarrollado 
numerosas técnicas basadas en la biología molecular que permiten detectar y diferenciar 
Cryptosporidium spp. hasta genotipo/especie y subgenotipo (Xiao y Ryan, 2004; Caccio, 
2005; Xiao, 2010). Las técnicas moleculares poseen mayor sensibilidad y especificidad 
que las microscópicas y las serológicas (Figura 2.6), y se emplean cada vez con más 
frecuencia en estudios sobre criptosporidiosis, lo que ha supuesto un notable avance en 
campos como la taxonomía, epidemiología (presentación geográfica y estacional, factores 
de riesgo, etc) y en la transmisión del parásito tanto en humanos como en animales (Peng 
et al., 1997; McLauchlin et al., 2000; Plutzer, y Karanis; 2009; Xiao, 2010). 
 
La mayoría de estas técnicas moleculares se basan en la amplificación de secuencias 
de ADN mediante la reacción en cadena de la polimerasa (PCR). Desde el primer ensayo 
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de PCR, para el diagnóstico de Cryptosporidium en muestras de heces (Laxer et al., 1991), 
se han desarrollado diversas modificaciones de la técnica para detectar el parásito tanto en 
muestras procedentes de individuos infectados como del medio, incluyendo muestras de 
agua y alimentos (Egyed et al., 2003; Smith et al., 2006). Para la detección y 
diferenciación de Cryptosporidium se han desarrollado distintas técnicas de amplificación 
de secuencias de ADN, destacando, entre otras, la PCR simple, semianidada y anidada, el 
análisis de polimorfismo de ADN amplificado al azar (RAPD-PCR), la transcripción 
inversa (RT-PCR) y la PCR a tiempo real (qPCR); para realizar el genotipado y subtipado, 
posteriormente se realizan otros estudios, como el análisis del polimorfismo en la longitud 
de los fragmentos de restricción (RFLP), análisis de polimorfismo de conformaciones 
monocatenarias (SSCP) y secuenciación (Egyed et al., 2003).  
 
 
Figura 2.6. Características de las diferentes técnicas de diagnóstico, clasificadas de mayor a menor. 
IFAT: inmunofluorescencia directa, PCR: reacción en cadena de la polimerasa, TID: técnicas 
inmunoenzimáticas directas, AP: microscopía de fluorescencia, IC: inmunocromatografía, MT: 
microscopía de tinciones de heces. 
 
Cabe destacar la importancia de la elección de los marcadores genéticos utilizados ya 
que definen la secuencia de ADN a amplificar (Tabla 2.3).  
 
Tabla 2.3. Técnicas empleadas para la amplificación de los principales genes utilizados en el análisis 
genotípico y subtípico de Cryptosporidium 
Diana de 
amplificación 
Tipo de técnica Aplicación 
18S rDNA PCR, PCR anidada, secuenciación, PCR-RFLP, qPCR, 
microarray  
Genotipado 
Hsp70 PCR, PCR anidada, secuenciación, PCR-RFLP, qPCR, 
microarray 
Genotipado 
COWP PCR, PCR anidada, secuenciación, PCR-RFLP, microarray Genotipado 
Actina PCR, PCR anidada, secuenciación Genotipado 
β-Tubulina PCR, PCR anidada, secuenciación, PCR-RFLP Genotipado 
gp60 PCR, PCR anidada, secuenciación Subtipado 
Microsatélites PCR, PCR anidada, secuenciación, tipado por tamaño de 
fragmentos  
Subtipado 









• IFAT, PCR 
• TID, AP 
• IC, MT 
Especificidad 
• IFAT, PCR 
• TID, AP 
• IC, MT 
Experiencia 
• MT 




• IC, TID 
• IFAT, PCR,   
AP 
• MT  
Coste 









De esta manera, para la detección de especies se requiere el análisis de regiones alta o 
moderadamente conservadas como genes estructurales, constitutivos o que codifican para 
la subunidad ribosómica 18S (sSU rRNA). Por el contrario, para estudios de subtipado se 
requieren técnicas que sean más discriminatorias, basadas en el estudio de regiones con 
mayor variabilidad como microsatélites y/o minisatélites, y que permiten identificar 
aislados individuales o líneas clonales (Cacciò et al., 2005). 
 
Smith (2008) señaló que las técnicas y marcadores moleculares empleados para 
genotipar y subtipar muestras procedentes de humanos y de animales deberían utilizarse 
también en el estudio de muestras medioambientales, lo que sería particularmente útil en la 
búsqueda de la fuente de infección en brotes de criptosporidiosis. 
 
 
2.4.3.1. Análisis genotípico 
Para alcanzar una correcta identificación de genotipo/especie es necesaria la aplicación 
de técnicas moleculares, la mayoría basadas en la amplificación por PCR de regiones alta o 
moderadamente conservadas, que faciliten el diseño de cebadores específicos para 
Cryptosporidium. Entre los genes de baja variabilidad más utilizados se encuentran 
aquellos que codifican para el gen de la subunidad menor del ARN ribosomal (18S rRNA) 
(Xiao et al., 1999a), la proteína de la pared del ooquiste (COWP) (Pedraza-Díaz et al., 
2001; Feltus et al., 2006; Goncalves et al., 2006; Nichols et al., 2006; Soba et al., 2006; 
Trotz-Williams et al.,2006), la proteína de choque térmico de 70 KDa (HSP-70) o el gen 
que codifica la actina (Sulaiman et al., 2000, 2002). 
 
No obstante, se debe tener cuidado al elegir los cebadores, ya que las secuencias 
conservadas para Cryptosporidium spp pueden ser similares a las presentes en otros 
organismos eucariotas, lo que conduciría a una baja especificidad de la técnica (Awad-el-
Kariem et al., 1994; Leng et al., 1996; Kimbell et al., 1999). 
 
Actualmente, la mayoría de los métodos para la detección y genotipado de 
Cryptosporidium en muestras procedentes de humanos, animales o del medio ambiente se 
basan en el gen SSU rRNA debido a la presencia de regiones semiconservadas intercaladas 
con otras hipervariables, y a que existen 5 copias del gen en el genoma del parásito. Xiao 
(2010) comprobó que en el 86% de todos los artículos que versaban sobre el análisis 
genotípico de Cryptosporidium, publicados entre 2007 y 2009, estudiaban el gen que 
codifica para la subunidad ribosómica 18S (SSU rRNA). En concreto, la mayoría de ellos 
empleaban una PCR-RFLP que amplifica un fragmento de este gen, de aproximadamente 
830 pb, utilizando posteriormente las endonucleasas SspI y VspI para realizar el 
genotipado mediante el análisis de la longitud de los fragmentos de restricción (Xiao et al., 
1999a, 2001a). Aunque las técnicas moleculares que se basaban en el estudio de otros 
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genes fueron muy utilizadas hace unos años, actualmente su empleo para el genotipado de 
Cryptosporidium se ha reducido notablemente (Xiao, 2010). 
 
Al contrario de las técnicas de PCR basadas en el estudio de otros genes, las que se 
basan en el gen de la SSU rRNA pueden detectar especies de Cryptosporidium 
genéticamente distantes de C. parvum y C. hominis pero que, a pesar de todo pueden 
infectar a humanos, tales como C. canis, C. felis, C. muris y C. suis (Jiang y Xiao 2003). 
Sin embargo, una de las desventajas del estudio molecular del gen de la SSU rRNA es la 
existencia de pequeñas diferencias entre las copias de este gen, lo cual puede provocar 
variaciones en la RFLP para ciertas especies o genotipos de Cryptosporidium (Xiao et al., 
1999b; Gibbons-Matthews y Prescott, 2003). 
 
Se debe tener en cuenta que todas las técnicas de PCR empleadas para la identificación 
de un amplio rango de especies/genotipos de Cryptosporidium detectan únicamente el 
genotipo dominante presente en la muestra. Esto es debido a la amplificación exponencial 
inherente a la PCR y a que es necesaria una gran cantidad de producto de la PCR para 
poder detectarla en un gel de agarosa. Las infecciones mixtas con varios genotipos de 
Cryptosporidium y las poblaciones minoritarias de especies o genotipos son difíciles de 
diagnosticar con estos métodos (Reed et al., 2002). Por el contrario, aquellas técnicas que 
únicamente permiten identificar C. hominis, C. parvum y otras especies/genotipos 
relacionados con ellos no permiten detectar otros aislados divergentes (Smith, 2008). Por 
ello, los resultados de un estudio epidemiológico sobre Cryptosporidium realizado con 
técnicas moleculares pueden verse notablemente alterados dependiendo del tipo de 
herramienta molecular empleada. 
 
Con objeto de obtener datos más precisos, Cacciò et al. (2005) señalan que el análisis 
genotípico debería llevarse a cabo en al menos dos locus; uno de ellos debería ser el SSU 




2.4.3.2. Análisis subtípico 
Aunque los métodos moleculares se orientaron inicialmente hacia la diferenciación de 
especies de Cryptosporidium, posteriormente una segunda generación de técnicas, que 
utilizan regiones altamente polimórficas como dianas genéticas, ha permitido estudiar la 
variación intraespecie, sobre todo dentro de C. parvum y C. hominis (Xiao y Ryan, 2008). 
La identificación de varias de estas regiones ha sido posible gracias a la secuenciación 
completa del genoma de C. parvum y C. hominis (Abrahamsen et al., 2004; Xu et al., 
2004). Entre ellas cabe citar el gen que codifica para la glicoproteína de 60 kDa (gp60) 
(Strong et al., 2000; Peng et al., 2001; Sulaiman et al., 2001; Leav et al., 2002; Alves et 
al., 2003b), los microsatélites y minisatélites (Aiello et al., 1999; Caccio et al., 2000, 2001; 
Feng et al., 2000; Sulaiman et al., 2001; Alves et al., 2003a; Mallon et al., 2003a; Widmer 
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et al., 2004; Tanriverdi et al., 2006; Tanriverdi y Widmer, 2006; Gatei et al., 2007), ARN 
bicatenario (ARNds) (Xiao et al., 2001b; Leoni et al., 2003a, 2003b, 2006b) y 
espaciadores internos transcritos (ITS-2) del rRNA (Gasser et al., 2003, 2004; Chalmers et 
al., 2005; Schindler et al., 2005). Estos marcadores ofrecen una buena discriminación a 
nivel intra-especie, permitiendo su empleo, tanto por separado como conjuntamente, para 
llevar a cabo investigaciones epidemiológicas (Cacciò et al., 2005).  
 
En la actualidad, la secuenciación del gen de la glicoproteína de 60 kDa (gp60, 
antiguamente denominado gp40 o gp15) es el método de subtipado utilizado con más 
frecuencia debido a la heterogeneicidad de este gen y al importante papel que juega en la 
biología del parásito (Glaberman et al., 2002; Alves et al., 2003b, 2006b; Peng et al., 2003; 
Wu et al., 2003; Zhou et al., 2003; Chalmers et al., 2005; Sulaiman et al., 2005; Abe et al., 
2006; Bjorkman y Mattsson, 2006; Feltus et al., 2006; Gatei et al., 2007; Muthusamy et 
al., 2006; Trotz-Williams et al., 2006; Thompson et al., 2007; Xiao et al., 2007). Aunque 
este marcador se empleaba tradicionalmente en el subtipado de C. hominis, C. parvum y 
otras especies afines, estudios recientes han permitido caracterizar este gen en especies 
genéticamente distantes, como C. ubiquitum (Li et al., 2014). A diferencia de otras 
regiones empleadas en el análisis subtípico y consideradas no funcionales, la glicoproteína 
de 60 kDa se localiza en la superficie de la región apical de las fases infectantes del 
parásito y, además, en las personas se relaciona con la neutralización de las respuestas 
inmunológicas (O’Connor et al., 2007). Por ello, el subtipo gp60 podría aportar 
información acerca de la patogenicidad del aislado. En este sentido, un reciente estudio 
realizado en terneros en Suecia ha demostrado que, en muestras diarreicas, los subtipos de 
la familia IIa se aislan con mayor frecuencia que los de la familia IId (Silverlås et al., 
2013). 
 
El gen de la gp60 es similar a una secuencia microsatélite pues presenta repeticiones 
en tándem de los trinucleótidos TCA/TCG/TCT en el extremo 5´ del gen, que codifican 
para la serina. Además de las variaciones en el número de repeticiones de estos 
trinucleóticos, existen importantes diferencias en las regiones no repetitivas del gen, que 
han permitido clasificar los diferentes subtipos de C. parvum y C. hominis dentro de 
familias alélicas (Sulaiman et al., 2005). Si se conoce la familia subtípica presente es 
posible identificar ciertas características biológicas del parásito y relacionarlas con las 
presentaciones clínicas (Cama et al., 2007). Algunas de las familias alélicas más frecuentes 
se recogen en la Tabla 2.4. 
 
La nomenclatura de los subtipos de C. hominis y C. parvum obtenidos mediante el 
estudio del gen gp60 se compone, en primer lugar, de la familia alélica. Las de C. hominis 
se designan Ia, Ib, Ic, Id, etc., mientras que las de C. parvum son IIa, IIb, IIc, IId, etc. A 
continuación se añade el número de repeticiones de cada uno de los trinucleótidos de la 
secuencia repetitiva (Sulaiman et al., 2005). El número de repeticiones de TCA se 
representan por la letra A, el de TCG por la letra G y el de TCT por la letra T. Dentro de la 
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familia IIa, algunos aislados presentan la secuencia ACATCA a continuación de las 
repeticiones de nucleótidos, y se representa por R seguida del número de copias. De esta 
manera, el subtipo IIaA15G2R1 nos indica que el aislado pertenece a la familia alélica IIa 
de C. parvum, y su secuencia repetitiva tiene 15 repeticiones de TCA, dos repeticiones de 
TCG y 1 repetición de ACATCA en la región microsatélite del gen gp60. Además, dentro 
de la familia Ia de C. hominis, los subtipos pueden identificarse también por la presencia 
de una secuencia repetitiva de 13-15 pb, que se representa también por la letra R, próxima 
a la región microsatélite. Por el contrario, dentro de la familia IIc no existen variaciones en 
el número de repeticiones de trinucleótidos (todos son IIcA5G3), aunque presentan una 
secuencia polimórfica en el extremo 3´ del gen. Los subtipos de esta familia se diferencian 
mediante las letras que se añaden final del nombre (IIcA5G3a, IIcA5G3b, etc.). 
 





Otras repeticiones (R) Nº Acceso GenBank 
C. hominis    
 Ia TCA AA/GGACGGTGGTAAGG AF164502 (IaA23R4) 
 Ib TCA, TCG, TCT – AY262031 (IbA10G2), 
DQ665688 (IbA9G3) 
 Id TCA, TCG – DQ665692 (IdA16) 
 Ie TCA, TCG, TCT – AY738184 (IeA11G3T3) 
 If TCA, TCG – AF440638 (IfA19G1) 
 Ig TCA – EF208067 (IgA24) 
C. parvum    
 IIa TCA, TCG ACATCA AY262034 (IIaA15G2R1), 
DQ192501 (IIaA15G2R2) 
 IIb TCA – AF402285 (IIbA14) 





 IId TCA, TCG – AY738194 (IIdA18G1) 
 IIe TCA, TCG – AY382675 (IIeA12G1) 
 IIf TCA – AY738188 (IIfA6) 
 IIg TCA – AY873780 (IIgA9) 
 IIh TCA, TCG – AY873781 (IIhA7G4) 
 IIi TCA – AY873782 (IIiA10) 
 IIk TCA – AB237137 (IIkA14) 
 IIl TCA – AM937006 (IIlA18) 
 
Los análisis subtípicos basados en la gp60 han determinado la existencia de subtipos 
específicos de humanos y de animales, así como de otros que presentan potencial 
zoonótico, dentro de C. parvum. De esta manera, las familias IIa y IId de C. parvum se han 
identificado tanto en hombres como en rumiantes, y son responsables de brotes zoonóticos 
de criptosporidiosis. En áreas donde los subtipos IIa y IId están presentes, el primero suele 
afectar a ganado vacuno, mientras que el segundo es más común en pequeños rumiantes 
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(Quílez et al., 2008a, b). Por el contrario, la familia IIc de C. parvum, hasta la fecha sólo se 
ha detectado en humanos (Alves et al., 2003b; Xiao y Feng, 2008). 
 
Tabla 2.5. Características de los marcadores empleados en el tipado multilocus de C. hominis y C. 
parvum (Robinson y Chalmers, 2012) 
Marcardor Cromosoma Gen relacionado, 
región, función 
Secuencia repetitiva Rango de tamaño 
de fragmentos (pb) 
 
ML1 3 Proteína? GAG 218–250  
ML2 6 Gen MIC1 AG 175–237  





gp60 6 Glicoproteína 60 kDa TC(A/G/T) y SNPs 800–850 
273–456  
 
hsp70 2 Proteína de shock 








5 Proteína? TGGATC 303–534 
110–248 
 










MS12 3 Similar a proteína de 






MM5 6 Proteína con MATH  TC(T/C) 260  
MM18 8 Proteína de baja 
complejidad 
(C/G)C(A/G)G(G/A)A 290  
MM19 8 Large protein with 2 
MYB domains plus low 
complexity 
Repetición GA y Q en el 
extremo-C 
299  
MSA 1 helicasa con 
cromodominio de 
unión a ADN 
CATTCTCAGGTTTAGGCT 100–252  
MSB 1 Factor de 
transcripción E2F 
CTATCT 165–345  
MSC 2 No codificante TGAGGAGTGAGAGGAGG
AA 
147–238  
MSD 3 mRNA translation 
inhibitor SKI2 SFII 
helicasa 
N/S 275–295  
MSE 4 Proteína de baja 
complejidad 
TCAAGA 166–306  
MSF 5 Péptido señal TCCTTCCTGAGC 124–200  
MSG 6 Proteína con peptido 
señal? 
GTAGTAGTG 175–334  
MSI 2 Proteína? GCAGGA 168–240  
MSK 3 Proteína con peptido 
señal? 
AGGTGGAGGTGGACCAAC 124–232  
1887 7 No codificante GA 150–194  
CP492 6 Péptido señal CCA 227–251  
cp47 6 Proteína de 47 kDa TAA, TGA/TAG 350–522  
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Tabla 2.5. (Continuación) 
Marcardor Cromosoma Gen relacionado, 
región, función 
Secuencia repetitiva Rango de tamaño 
de fragmentos (pb) 
 
cp56 6 Proteína trans-
membrana de 56 kDa  
SNPs solo 660–785  
dzhrgp 6 Glicoproteína rica en 
hidroxiprolina 
Mini- and microsatellite 
N/S 
C. parvum 496–499 
C. hominis 574–610 
 
msc6-7 6 Antígeno constituido 
por repeticiones de 
serina 
TGATGATGAT(G)GAACC(
T) + SNPs 
455–564  
Mucin1 6 Proteína parecida a 
la mucina 
Minisatelite de 63 pb 650–900  
rpgr 6 Regulador GTPasa 






Chrom3T 3 Proteína? SNPs solo 480–680  
MS1-Aiello 2 No codificante AT, TA y AT 370  
MS2 8 No codificante AAT 124  
MS3 6 Serina/treonina 
proteín kinasa 
AAT 118  
MS4 8 No codificante A 202  
MS5-Aiello 2 No codificante AAT 127  
MS6 8 No codificante T 175  
MS7 8 Trehalose-6-fosfato 
sintasa  
TAG 163  
MS8 8 No codificante AT 154  
MS9-Aiello 6 No codificante T 149  
1G09 6 No codificante T 104  
1F07 5 No codificante TA 189  
7E1C 3 No codificante TA 79  
9B10 4 No codificante TTA 101  
2G04 4 No codificante TA 135  
6B03 5 No codificante TA 141  
5D11 6 No codificante T 128  
CP193 8 Fosfatidilinositol 
glicano 
TAA 105  
12C07+ N/Se N/Se TA y A 197  
4E12 5 No codificante TA 141  
9C09 2 y 7 No codificante TA 140 y 138  
6F11 1 No codificante A 82  
CP273 4 No codificante TA 157  
polyt 7 Proteína de 
politreonina  
SNPs y deleción de 3 pb 315–318  
SSU 1, 2, 7 y 8 SSU rRNA SNPs solo ∼825  
trap-c2 6 Proteína adhesiva 
relacionada con la 
trombospondina 
SNP   
 
Los microsatélites (MS) y minisatélites (MN) (Tabla 2.5) se pueden hallar en el 
genoma de todos los seres eucariotas y son secuencias de ADN que consisten en la 
repetición en tándem de 1-5 o 10-100 pares de bases, respectivamente. Estos MS y MN 
presentan polimorfismos de tamaño que son consecuencia de errores que suceden durante 
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la replicación del ADN, lo que se traduce en la ganancia o pérdida de unidades de 
repetición. En consecuencia, los alelos para los locus MS y MN suelen presentar 
polimorfismos de tamaño. Además, los MS y MN también pueden presentar polimorfismos 
de nucleótidos simples (SNPs), además de las variaciones en el número de repeticiones en 
tándem (Sulaiman et al., 2001; Peng et al., 2003; Gatei et al., 2006, 2007).  
 
Ambos polimorfismos (de longitud y de nucleótidos simples) los convierten en 
idóneos para realizar el análisis subtípico de varias especies de Cryptosporidium (Feng et 
al., 2000; Alves et al., 2003a; Mallon et al., 2003a; Widmer et al., 2004).  
 
Entre los métodos utilizados para la detección de alelos en estos marcadores MS y 
MN, la secuenciación está considerada como el “gold standard”, y es la única técnica que 
permite detectar sustituciones de nucleótidos (Cacciò et al., 2000, 2001; Huetink et al., 
2001; Chalmers et al., 2005; Wielinga et al., 2008). Sin embargo, la mayoría de las 
técnicas para la investigación de polimorfismos de micro y minisatélites están basados en 
el análisis de la longitud de los fragmentos de los productos amplificados mediante 
electroforesis capilar (Enemark et al., 2002; Mallon et al., 2003a; Schinder et al., 2005; 
Hunter et al., 2007; Leoni et al., 2007; Morrison et al., 2008) y electroforesis en geles de 
poliacrilamida o geles comerciales de alta resolución (Feng et al., 2000; Hourihan et al., 
2001; Oura et al., 2003; Tanriverdi and Widmer, 2006; Tanriverdi et al., 2006). Estas 
técnicas basadas en la electroforesis, y especialmente cuando se emplea un marcador que 
presenta repeticiones de menos de 3 pb, pueden generar problemas que impidan una 
medición precisa de los fragmentos y, por tanto, su correcta asignación a un alelo 
determinado (Robinson y Chalmers, 2012). Además, los MS basados en repeticiones de 1 o 
2 nucleótidos tienen una mayor probabilidad de generar “bandas tartamudas”, que son 
productos de la amplificación por PCR que difieren en una unidad de repetición con 
respecto a la longitud del alelo original, resultado del deslizamiento de la ADN polimerasa. 
La presencia de estos artefactos dificulta la lectura de los geles, e incluso, repetidamente 
son confundidos como alelos, complicando el análisis de la secuencia y de los fragmentos 
(Shinde et al., 2003; Pasqualotto et al., 2007). 
 
También cabe destacar la ausencia de una nomenclatura estandarizada, sobre todo para 
el subtipado con MS y MN, que favorece la confusión e impide comparar los resultados 
entre laboratorios. 
 
La secuenciación del genoma de C. parvum y C. hominis ha permitido identificar 
diferentes secuencias micro y minisatélite que han favorecido el desarrollo de la 
tipificación multilocus de secuencias (MLST) (Gatei et al., 2006, 2007, 2008). La MLST 
es una potente herramienta de subtipado de alta resolución, que se basa en la combinación 
de diferentes marcadores genéticos; estas técnicas permiten apreciar la diversidad genética 
existente en una población natural.  
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Se han empleado numerosos loci en la realización de estos estudios multilocus, pero 
debido a que no se ha adoptado ninguna combinación de marcadores genéticos de forma 
universal, actualmente la visión de la variabilidad genética C. parvum y C. hominis está 
notablemente fragmentada, dificultando la comparación de los resultados obtenidos en 
diferentes estudios y la realización de metaanálisis (Widmer y Sullivan, 2012). Es 
destacable que algunos marcadores, como el ML1 (Cacciò et al., 2001), el MS9 (Mallon et 
al., 2003a) y el gp15 (Strong et al., 2000), se han utilizado en diversos estudios, mientras 
que la mayoría solo los ha empleado un único grupo de investigación. 
 
Widmer y Sullivan (2012) señalaron que para conseguir nuevos avances en el estudio 
genético de las poblaciones de Cryptosporidium se debe utilizar un método universal que 
incluya una cuidadosa elección de los marcadores. De este modo, éstos deben localizarse 
en diferentes cromosomas, o que estén suficientemente distantes en el mismo cromosoma, 
para evitar el ligamiento. Además, recomiendan utilizar el menor número posible de loci 
pero que repercutan significativamente en un incremento de la resolución y que a la vez 
sean asequibles.  
 
 
2.5. EPIDEMIOLOGÍA MOLECULAR 
  
2.5.1. Ganado bovino 
Numerosos estudios demuestran que un elevado número de especies y genotipos de 
Cryptosporidium pueden afectar al ganado vacuno (Tabla 2.6), aunque C. parvum, C. 
bovis, C. ryanae y C. andersoni son las más frecuentes y con una distribución geográfica 
más amplia. La aplicación de una técnica de PCR-RFLP, empleando la endonucleasa 
MboII para digerir los fragmentos amplificados del gen del SSU rRNA, ha permitido 
diferenciar las tres especies intestinales del protozoo más comunes en ganado vacuno (C. 
bovis, C. parvum y C. ryanae), lo que ha facilitado considerablemente el estudio de la 
distribución de estas especies en bóvidos (Feng et al., 2007). 
 
En los últimos años, la aplicación de técnicas de biología molecular permiten 
establecer una relación entre la edad del animal y la presencia de diferentes especies de 
Cryptosporidium (Santín y Trout, 2008; Xiao, 2010). De esta manera, en bovinos tanto de 
aptitud lechera como cárnica, C. parvum es responsable de la gran mayoría de las 
infecciones por este protozoo en terneros sin destetar, especialmente en animales con 
diarrea; varios estudios han señalado que la presencia de esta especie está asociada de 
forma significativa con la aparición de brotes de diarrea neonatal en granjas de ganado 
vacuno (Kváč et al., 2006; Santín et al., 2008; Santín y Trout, 2008; Rieux et al., 2014).  
 
Por todo ello, los terneros sin destetar se consideran el reservorio más importante de C. 
parvum para el ser humano (Wang et al., 2011). En este rango de edad también se han 
descrito otras especies como C. bovis, C. ryanae y C. andersoni que son menos prevalentes 
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y procedentes, por lo general, de animales sin diarrea (Feng et al., 2007; Silverlås et al., 
2010; Wang et al., 2011; Smith et al., 2014). En España, los resultados obtenidos en 
terneros menores de 21 días con diarrea, procedentes del norte del país, muestran que C. 
parvum fue la especie más frecuente (147/149), mientras que C. bovis sólo se identificó en 
dos muestras (Quílez et al., 2008a). Por el contrario, otros autores señalan a C. bovis como 
la especie más frecuente en terneros sin destetar, sobre todo si no presentan diarrea (Feng 
et al., 2007; Maikai et al., 2011; Wang et al., 2011; Rieux et al., 2014). 
 
Tabla 2.6. Especies y genotipos de Cryptosporidium identificados en ganado vacuno 
Especies Frecuencia Distribución Referencias 
C. parvum Común Mundial Santín y Trout, 2008; Xiao, 2010 
C. bovis Común Mundial Santín y Trout, 2008; Xiao, 2010 
C. ryanae Común Mundial Santín y Trout, 2008; Xiao, 2010 
C. andersoni Común Mundial Santín y Trout, 2008; Xiao, 2010 
C. suis Esporádica Bélgica, Dinamarca, 
EE.UU., Sri Lanka y 
Zambia 
Enemark et al., 2003; Fayer et al., 2006; 
Geurden et al., 2006; Abeywardena et al., 
2014 
C. hominis Esporádica Escocia, China 
Corea, Kenia 
Smith et al., 2005b; Park et al., 2006; Chen y 
Huang, 2012; Kang'ethe et al., 2012 
C. scrofarum Esporádica Dinamarca Langkjær et al., 2007 
C. serpentis Esporádica Irán, China Azami et al., 2007; Chen y Huang, 2012 
C. felis  Esporádica Polonia Bornay-Llinares et al., 1999 
C. canis Experimental EE.UU. Fayer et al., 2001 
C. meleagridis Esporádica China Zhang et al., 2013 
C. wrairi Esporádica Irán Chrisp et al., 1992; Azami et al., 2007 
C. baileyi Esporádica Irán Azami et al.et al., 2007 
C. ubiquitum Esporádica Francia, Italia Follet et al., 2011; Di Piazza et al., 2013 
C. tyzzeri Esporádica China Chen y Huang, 2012 
C. suis-like Esporádica Dinamarca, India Langkjær et al., 2007; Khan et al., 2010 
C. parvum-like Esporádica Nueva Zelanda Shrestha et al (2014) 
 
En terneros destetados y en novillas predominan C. bovis y C. ryanae, mientras que C. 
andersoni es la especie más prevalente en animales adultos (Santín et al., 2004; Santín y 
Trout, 2008; Fayer et al., 2010a; Smith et al., 2014). Estas especies tienen un rango de 
hospedadores más limitado y son menos patógenas que C. parvum, por lo que parecen estar 
más adaptadas al ganado vacuno (Lindsay et al., 2000; Fayer et al., 2005; Feng et al., 
2007). No obstante, C. parvum puede aparecer en un pequeño porcentaje de terneros 
destetados y novillas. Un reciente estudio longitudinal realizado en Francia demostró que 
un mismo animal puede infectarse de forma sucesiva con C. parvum, C. ryanae y C. bovis 
(Follet et al., 2011). Sin embargo, en vacas de entre 3 y 13 años procedentes de Galicia, 
Castro-Hermida et al. (2007) únicamente encontraron C. parvum. 
 
Subtipos de C. parvum en ganado vacuno 
Tras secuenciar el genoma de C. parvum y C. hominis, los análisis subgenotípicos 
basados en la gp60 determinaron la existencia de subtipos específicos de humanos y de 
animales, así como de otros zoonóticos, dentro de la especie C. parvum (Cacciò et al., 
2000; Feng et al., 2000; Strong et al., 2000; Peng et al., 2001, 2003; Leav et al., 2002; 
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Alves et al., 2003b; Gasser et al., 2003; Tanriverdi et al., 2003; Wu et al., 2003; Xiao y 
Ryan, 2004). Los análisis subgenotípicos realizados en ganado vacuno se han centrado en 
el estudio de C. parvum, debido a que es la especie zoonótica identificada con mayor 
frecuencia en estos animales. La mayoría de estos estudios se basan en el análisis de 
secuencia del gen que codifica para la gp60; así, en bovinos, se han identificado varias 
familias alélicas y subtipos dentro de C. parvum. Los resultados de estos estudios han 
demostrado que los terneros se infectan principalmente con subtipos de C. parvum 
pertenecientes a la familia zoonótica IIa (Tabla 2.7) (Xiao, 2010). Dentro de esta familia, la 
mayoría de los trabajos señalan al IIaA15G2R1 como el subtipo dominante, presentando 
una distribución mundial. Otros subtipos están restringidos a regiones determinadas; así, el 
subtipo IIaA16G1R1 es el más común en el este de Europa (Hungría, Eslovenia, República 
Checa, Rumanía, Serbia y Montenegro) y en Estonia y Suecia (Plutzer y Karanis, 2007; 
Misic y Abe, 2007; Soba y Logar, 2008; Ondrácková et al., 2009; Kváč et al., 2011; Imre 
et al., 2013; Silverlås, et al., 2013; Lassen et al., 2014), mientras que el IIaA18G3R1 lo es 
en Irlanda del Norte y Australia (Thompson et al., 2008; Ng et al., 2012; Abeywardena et 
al., 2013). Estudios recientes revelan que en Nueva Zelanda predomina el subtipo 
IIaA19G4R1 (Shrestha et al., 2014), mientras que en Argentina destacan el IIaA20G1R1 y 
el IIaA21G1R1 (Tomazic et al., 2013; Del Coco et al., 2014).  
 




 IIaA13G1R1, IIaA13G1R2, IIaA13G2R1, IIaA13G2R2, IIaA13 
 IIaA14G1R1, IIaA14G2R1, IIaA14R1, IIaA14 
 IIaA15G1R1, IIaA15G2R1, IIaA15G2R2 
 IIaA16G1R1, IIaA16G2R1, IIaA16G3R1, IIaA16R1 
 IIaA17G1R1, IIaA17G2R1, IIaA17G3R1, IIaA17R1 
 IIaA18G1R1, IIaA18G2R1, IIaA18G3R1, IIaA18G4R1, IIaA18R1 
 IIaA19G1R1, IIaA19G2R1, IIaA19G3R1, IIaA19G4R1 
 IIaA20G1R1, IIaA20G2R1, IIaA20G3R1, IIaA20G4R1, IIaA20G5R1 
 IIaA21G1R1, IIaA21G2R1, IIaA21G3R1, IIaA21R1 
 IIaA22G1R1 
 IIaA23G1R1 
IId IIdA15G1, IIdA16G1, IIdA17G1, IIdA18G1, IIdA19G1, IIdA20G1, IIdA21G1, IIdA22G1, 
IIdA23G1, IIdA24G1, IIdA26G1 
IIl IIlA16, IIlA17, IIlA18, IIlA24 
 
Diversos autores (Thompson et al., 2007; Xiao et al., 2007; Quílez et al., 2008a) han 
señalado la presencia de varios subtipos en una misma granja, e incluso en un mismo 
animal. Hay que destacar que todos los subtipos gp60 descritos en Europa y Australia sólo 
presentan una copia de la secuencia ACATCA (R1); por el contrario, únicamente en 
Norteamérica, se han identificado algunos subtipos con dos copias de esta secuencia 
(Feltus et al., 2006; Trotz-Williams et al., 2006; Xiao et al., 2007).  
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De forma ocasional, también se han identificado aislados pertenecientes a otras 
familias, como la IId, la IIj y la IIl. En vacuno de Europa (España, Portugal, Hungría, 
Alemania, Bélgica, Suecia, Serbia y Montenegro), Asia (China, Irán y Malasia) y África 
(Egipto) se han identificado varios subtipos pertenecientes a la familia IId (Alves et al., 
2003b, 2006a; Misic y Abe, 2007; Plutzer y Karanis, 2007; Broglia et al., 2008; Geurden et 
al., 2008; Quílez et al., 2008a; Amer et al., 2010, 2013; Muhid et al., 2011; 
Nazemalhosseini-Mojarad et al., 2011; Wang et al., 2011; Helmy et al., 2013; Silverlǻs et 
al., 2013; Zhang et al., 2013). De igual modo, se han detectado subtipos de la familia IIl en 
terneros de Eslovenia, Lituania y Serbia y Montenegro, aunque restringidos a un pequeño 
número de aislados (Misic y Abe, 2007; Soba y Logar, 2008; Wielinga et al., 2008). La 
familia IIj únicamente se ha identificado en un aislado identificado procedente de un 
ternero en Irlanda del Norte (Thompson et al., 2007).  
 
En España, únicamente Quílez et al. (2008a) realizaron un estudio sobre la 
caracterización subgenotípica (gp60) de aislados de Cryptosporidium procedentes de 
terneros del norte del País, se observó la presencia de dos familias alélicas (IIa y IId), 
siendo el subtipo más frecuente el IIaA15G2R1 (75,7%) y, en menor proporción, se 
identificaron IIaA16G3R1 (10,0%), IIaA16G2R1 (2,8%), IIaA17G2R1 (2,8%), 
IIaA18G3R1 (5,7%),  IIaA19G3R1 (1,4%) y IIdA23G1 (1,4%). 
 
 
2.5.2. Pequeños rumiantes 
El número de investigaciones que incluyen análisis genotípicos y subgenotípicos de 
Cryptosporidium en ganado ovino y caprino son escasos y, por lo general, limitados al 
estudio de un escaso número de aislados del protozoo. 
 
En ovinos se han identificado numerosas especies y genotipos, que incluyen C. 
andersoni, C. bovis, C. fayeri, C. hominis, C. parvum, C. scrofarum, C. suis, C. ubiquitum, 
C. xiaoi y el genotipo oveja I (Tabla 2.8). De todas ellas, destacan, por el número de 
aislados identificados, C. xiaoi, C. ubiquitum y C. parvum; las dos últimas poseen 
potencial zoonótico y se han identificado en humanos en todo el mundo. 
 
Los estudios moleculares realizados sobre las especies de Cryptosporidium que 
afectan al ganado ovino, sugieren que su presencia varía según la procedencia geográfica 
de los animales.  
 
Varias investigaciones, sobre todo realizadas en Europa, señalaron a C. parvum como 
la especie dominante en ovejas, especialmente en las jóvenes, (McLauchlin et al., 2000; 
Majewska et al., 2000; Pritchard et al., 2007, 2008; Mueller-Doblies et al., 2008; Quílez et 
al., 2008b; Paoletti et al., 2009; Yang et al., 2009; Smith et al., 2010; Cacciò et al., 2013; 
Imre et al., 2013). Por el contrario, otros autores observaron que la presencia de C. parvum 
en ganado ovino es baja, sugiriendo que estos animales no juegan un papel importante 
38 MARÍA SOILÁN LÓPEZ 
 
como reservorios zoonóticos para el ser humano; estos estudios apreciaron que C. xiaoi, C. 
ubiquitum o C. bovis, más específicas de rumiantes, serían las especies predominantes 
(Ryan et al., 2005; Santín et al., 2007; Soltane et al., 2007; Elwin y Chalmers, 2008; 
Geurden et al., 2008; Yang et al., 2009; Robertson et al., 2010; Wang et al., 2010; Sweeny 
et al., 2011; Ye et al., 2013; Paz e Silva et al., 2014; Yang et al., 2014).  
 
Tabla 2.8. Especies y genotipos de Cryptosporidium descritos en ganado ovino 
Especies Nº aislados Distribución Referencias 
C. parvum 628 Mundial Majewska et al., 2000; McLauchlin et al., 2000; 
Chalmers et al., 2002; Goma et al., 2007; Leoni et al., 
2007; Pritchard et al., 2007, 2008; Santín et al., 2007; 
Geurden et al., 2008; Mueller-Doblies et al., 2008; 
Quílez et al., 2008b; Paoletti et al., 2009; Yang et al., 
2009; Smith et al., 2010; Castro-Hermida et al., 2011; 
Sweeny et al., 2011, 2012; Cacciò et al., 2013; 
Connelly et al., 2013; Imre et al., 2013; Ye et al., 
2013; Koinari et al., 2014; Paz e Silva et al., 2014; 
Yang et al., 2014 
C. xiaoi 835 Mundial Ryan et al., 2005; Navarro i Martínez et al., 2007; 
Santín et al., 2007; Soltane et al., 2007; Mueller-
Doblies et al., 2008; Robertson et al., 2010; Wang et 
al., 2010; Sweeny et al., 2011, 2012; Connelly et al., 
2013; Imre et al., 2013; Ye et al., 2013; Yang et al., 
2014 
C. ubiquitum 503 Mundial Chalmers et al., 2002; Ryan et al., 2005; Santín et al., 
2007; Elwin y Chalmers, 2008; Geurden et al., 2008; 
Mueller-Doblies et al., 2008; Yang et al., 2009; 
Robertson et al., 2010; Wang et al., 2010; Fiuza et 
al., 2011; Shen et al., 2011; Sweeny et al., 2011, 
2012; Connelly et al., 2013; Imre et al., 2013; Ye et 
al., 2013; Paz e Silva et al., 2014; Yang et al., 2014 
C. bovis 68 Reino Unido, 
Australia 
Elwin y Chalmers, 2008; Pritchard et al., 2008; Yang 
et al., 2009; Smith et al., 2010 
C. hominis 32 Australia, 
Reino Unido 
Ryan et al., 2005; Pritchard et al., 2008; Giles et al., 
2009; Connelly et al., 2013 
C. andersoni 11 Australia, 
China 
Ryan et al., 2005; Wang et al., 2010; Sweeny et al., 
2011; Koinari et al., 2014; Yang et al., 2014 
C. scrofarum 9 Australia, 
Papúa N. 
Guinea 
Ryan et al., 2005; Koinari et al., 2014; Yang et al., 
2014 
C. fayeri 4 Australia Ryan et al.et al., 2005; 
C. suis 3 Australia, 
Zambia 
Ryan et al., 2005; Goma et al., 2007 
Genotipo oveja I 7 Australia Ryan et al., 2005; Sweeny et al., 2011; Yang et al., 
2014 
 
Sin embargo, se deben considerar los resultados de un reciente estudio llevado a cabo 
en Australia, que demostró que las técnicas basadas en la PCR del gen de la SSU rRNA no 
permiten identificar C. parvum en heces de corderos debido a que, en aquellas muestras 
que presentan poblaciones mixtas de Cryptosporidium, únicamente detectan la especie 
dominante (Yang et al., 2009); en estos casos se recomienda emplear una PCR con 
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cebadores específicos para C. parvum. De este modo, el número de aislados de C. parvum 
identificados aumentó desde 2 a 63. 
 
Los estudios moleculares realizados en pequeños rumiantes todavía no han permitido 
evidenciar una relación evidente entre la edad y la aparición de diferentes especies de 
Cryptosporidium, aunque diversos autores (Pritchard et al., 2007, 2008; Mueller-Doblies et 
al., 2008; Quílez et al., 2008b; Paoletti et al., 2009; Yang et al., 2009; Smith et al., 2010; 
Imre et al., 2013) han observado que C. parvum afecta preferentemente a corderos sin 
destetar, siendo la principal responsable de brotes de diarrea en granjas de ovejas. Por el 
contrario, un estudio longitudinal realizado en ovino de aptitud cárnica mostró que C. xiaoi 
era la especie más frecuente en los corderos desde las 2 semanas de vida hasta los 8 meses 
de edad. Por el contrario, C. ubiquitum fue más común en los animales más jóvenes; sin 
embargo, C. parvum se detectó durante todo el estudio y su prevalencia fue superior en los 
animales de mayor edad, aunque formando parte de infecciones mixtas con C. xiaoi 
(Sweeny et al., 2011). En China, Wang et al. (2010) observaron que C. ubiquitum era la 
especie más frecuente y presente en todos los grupos de edad; mientras que, C. xiaoi y C. 
andersoni sólo se identificaron en corderos y en hembras adultas, respectivamente, pero en 
menor proporción. Asimismo, un estudio reciente sugiere que las madres pueden transmitir 
C. xiaoi a los corderos en el periparto (Ye et al., 2013). 
 
En ganado caprino se han identificado también varias especies y genotipos del 
protozoo, que se resumen en la Tabla 2.9. De todas ellas, C. parvum parece ser la especie 
predominante en todos los rangos de edad y la que tiene una distribución geográfica más 
amplia, ya que se he detectado en ganado caprino de Europa (Italia, España, Bélgica, 
República Checa, Holanda y Francia), Asia (India y Sri Lanka) y África (Zambia y 
Egipto).  
 
Tabla 2.9. Especies y genotipos de Cryptosporidium identificados en ganado caprino 
Especies Nº aislados Distribución Referencias 
C. parvum 82 Mundial Cacciò et al., 2000; Noordeen et al., 2002; 
Chalmers et al., 2002; Hajdušek et al., 2004; 
Ngouanesavanh et al., 2006; Goma et al., 2007; 
Geurden et al., 2008; Quílez et al., 2008b; 
Drumo et al., 2012; Maurya et al., 2013; Rieux et 
al., 2013; Koinari et al., 2014 
C. xiaoi 24 China, Francia, 
Papúa N. Guinea 
Karanis et al., 2007; Rieux et al., 2013; Koinari 
et al., 2014; Wang et al., 2014 
C. ubiquitum 35 China, Francia Paraud et al., 2014; Wang et al., 2014 
C. hominis 10 Corea del Sur, 
Reino Unido, 
Papúa N. Guinea 
Park et al., 2006; Giles et al., 2009; Koinari et 
al., 2014 
C. andersoni 16 China Wang et al., 2014 
Genotipo rata II 1 Papúa N. Guinea Koinari et al., 2014 
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Las cabras también pueden presentar infecciones por otras especies como C. 
ubiquitum, C. xiaoi y C. hominis que tienen un rango de hospedadores más restringido, 
aunque el número de aislados que se han identificados es más reducido. De todos modos, 
las diferencias geográficas en la distribución de especies y genotipos de Cryptosporidium 
en ganado caprino conlleva notables complicaciones debido al escaso número de animales 
analizados, procedentes, en muchas ocasiones, de unas pocas granjas localizadas en una 
zona determinada (Wang et al., 2014). 
 
El estudio de la relación entre la edad y la presencia de determinadas especies de 
Cryptosporidium en cabras es difícil debido al reducido número de aislados identificados 
en estos animales. Wang et al. (2010), en una investigación realizada en China, observaron 
C. ubiquitum en todos los grupos de edad, mientras que C. xiaoi solo se identificó en 
cabritos y en hembras gestantes. En el mismo sentido, Rieux et al. (2013) apreciaron que la 
mayoría (18/19) de los cabritos sin destetar estudiados eliminaban ooquistes de C. xiaoi. 
Estos resultados sugieren una posible transmisión de C. xiaoi en el periparto, similar a lo 
observado en ganado ovino (Ye et al., 2013). 
 
 
Subtipos de C. parvum en pequeños rumiantes 
En el ser humano y en ganado vacuno existen numerosos trabajos en los que se han 
realizado el análisis subgenotípico de aislados de C. parvum; sin embargo, estos estudio 
son escasos en los pequeños rumiantes. Hasta el momento se han identificado subtipos de 
las familias alélicas IIa y IId, con potencial zoonótico, tanto en ganado ovino como en 
caprino, aunque el número de aislados identificados pertenecientes a subtipos de la familia 
IId es muy superior a la de subtipos IIa (Tablas 2.10 y 2.11). Aunque ambas familias 
poseen potencial zoonótico, se debe considerar que la presencia de subtipos pertenecientes 
a la familia IIa es más común en las infecciones por C. parvum en humanos (Xiao, 2010). 
 
Si bien es cierto que el número de estudios que únicamente han detectado subtipos 
pertenecientes a la familia IIa en pequeños rumiantes es amplio (Geurden et al., 2008; 
Smith et al., 2010; Cacciò et al., 2013; Connelly et al., 2013; Ye et al., 2013; Koinari et 
al., 2014; Paz e Silva, 2014; Yang et al., 2014), sin embargo, el número de aislados 
identificados fue reducido y siempre inferior a 11.  
 
Dentro de la familia alélica IIa, el subtipo IIaA15G2R1 es el más frecuente en ganado 
ovino y caprino, mientras que en la IId, destaca el subtipo IIdA17G1 (Tablas 2.10 y 2.11). 
Los resultados de algunos estudios sugieren que, cuando en una zona en particular 
coexisten poblaciones de C. parvum pertenecientes a las familias IIa y IId, los subtipos IIa 
son más frecuentes en ganado vacuno y los IId en pequeños rumiantes. Así, el 98% de los 
aislados de C. parvum identificados en terneros del norte de España pertenecían a la 
familia IIa (IIaA15G2R1, IIaA16G3R1, IIaA16G2R1, IIaA17G2R1, IIaA18G3R1 y 
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IIaA19G3R1), mientras que únicamente 2 muestras se identificaron como IIdA23G1 
(Quílez et al., 2008a). 
 




IIaA15G2R1 16 Bélgica, Brasil, China, 
España, Italia, Papúa N. 
Guinea, Reino Unido 
Geurden et al., 2008; Quílez et al., 2008b; 
Smith et al., 2010; Cacciò et al., 2013; Ye et 
al., 2013; Koinari et al., 2014; Paz e Silva, 
2014; Yang et al., 2014 
IIaA16G1R1 1 Rumanía Imre et al., 2013 
IIaA17G1R1 11 Reino Unido y Rumanía Smith et al., 2010; Imre et al., 2013 
IIaA17G2R1 1 Reino Unido Smith et al., 2010 
IIaA18G3R1 1 España Quílez et al., 2008b 
IIaA19G1R1 1 Escocia Connelly et al., 2013 
IIaA19G4R1 1 Papúa N. Guinea Koinari et al., 2014 
IIaA20G2R1 3 Italia Cacciò et al., 2013 
TOTAL IIa 35   
    
IIdA14G1 2 España Quílez et al., 2008b 
IIdA15G1 3 España Quílez et al., 2008b 
IIdA17G1 70 España Quílez et al., 2008b 
IIdA18G1 38 China y España Quílez et al., 2008b; Yang et al., 2014 
IIdA19G1 43 China y España Quílez et al., 2008b; Yang et al., 2014 
IIdA20G1 1 Rumanía Imre et al., 2013 
IIdA21G1 1 España Quílez et al., 2008b 
IIdA22G1 2 España Quílez et al., 2008b 
IIdA22G2R1 1 Rumanía Imre et al., 2013 
IIdA24G1 3 España y Rumanía Quílez et al., 2008b; Imre et al., 2013 
TOTAL IIb 164   
 
Por el contrario, en explotaciones de pequeños rumiantes de Aragón, Quílez et al. 
(2008a) apreciaron que la mayoría de los subtipos identificados en corderos (98%) 
pertenecían a la familia subgenotípica IId (IIdA17G1, IIdA19G1, IIdA18G1, IIdA14G1, 
IIdA15G1, IIdA21G1, IIdA22G1, IIdA24G1, IIaA15G2R1 y IIaA18G3R1. 
 




IIaA15G2R1 4 Bélgica, Papúa N. 
Guinea,  
Geurden et al., 2008; Koinari et al., 2014;  
IIaA19G4R1 1 Papúa N. Guinea Koinari et al., 2014 
TOTAL IIa 5   
    
IIdA17G1 8 España Quílez et al., 2008b 
IIdA19G1 4 España Quílez et al., 2008b 
IIdA22G1 8 Bélgica Geurden et al., 2008 
IIdA25G1 2 España Quílez et al., 2008b 
IIdA26G1 3 España  Quílez et al., 2008b 
TOTAL IId 25   
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2.6. ASPECTOS ZOONÓTICOS  
La criptosporidiosis es una de las infecciones entéricas más frecuentes en humanos 
tanto en países desarrollados como en aquellos en vías de desarrollo (Tzipori y Ward, 
2002). Mientras que en los países en desarrollo el proceso suele ser endémico, en los 
desarrollados aparece en forma de brotes esporádicos y epidémicos; hay que destacar que, 
en los últimos 20 años, se ha incrementado de manera notable el número de brotes de 
criptosporidiosis en los países desarrollados (Craun et al., 2005). La enfermedad se detecta 
sobre todo en niños y ancianos (Neill et al., 1996; Jaggi et al., 1994), así como en personas 
que han estado en contacto con niños o animales jóvenes, han usado aguas recreativas o 
consumido agua de baja calidad higiénica (Xiao y Ryan, 2008; Chalmers et al., 2009). Es 
especialmente frecuente en personas inmunodeprimidas, donde el proceso es más grave y 
suele cursar de forma crónica, pudiendo llegar a ser fatal (Chalmers y Davies, 2010).  
 
Los primeros casos de criptosporidiosis en humanos se describieron a mediados de la 
década de los 70: una niña de 3 años con enterocolitis (Nime et al., 1976) y un paciente 
afectado por SIDA (Meisel et al., 1976). A principios de la década de los 80, la 
enfermedad atrae el interés de la comunidad médica como consecuencia de la detección de 
numerosos casos de criptosporidiosis en enfermos de SIDA (Ma y Soave, 1983; Navin y 
Juranek, 1984; Pitlik et al., 1983; Soave et al., 1984). Su transmisión a través del agua de 
bebida ha provocado importantes brotes clínicos, puesto que Cryptosporidium puede ser 
resistente a diferentes métodos empleados en el tratamiento de aguas, causando un gran 
impacto sobre el sector del agua potable (Chalmers y Katzer, 2013). De este modo, en el 
año 1993 se describió en la ciudad de Milwaukee (EE.UU.) uno de los mayores brotes de 
criptosporidiosis, donde aproximadamente 403.000 personas (de un total de 1.610.000 
habitantes) se infectaron a través del consumo de agua contaminada (MacKenzie et al., 
1994). En un principio se señaló al ganado vacuno como la fuente de contaminación del 
agua de bebida; posteriormente, sin embargo, las técnicas de genotipado identificaron a C. 
hominis como la especie predominante, sugiriendo la vía antroponótica como la más 
probable (Zhou et al., 2003). 
 
Al menos 15 de las 27 especies reconocidas de Cryptosporidium (C. andersoni, C. 
bovis, C. canis, C. cuniculus, C. fayeri, C. felis, C. hominis, C. meleagridis, C. muris, C. 
parvum, C. scrofarum, C. suis, C. tyzzeri, C. ubiquitum, C. viatorum), y 4 de los más de 40 
genotipos (C. hominis genotipo mono, y los genotipos ardilla I, caballo, y mofeta) se han 
identificado en humanos, aunque algunos de ellos son hallazgos ocasionales (Chalmers y 
Katzer, 2013). De todas ellas, actualmente seis especies de este protozoo se consideran 
patógenas para el ser humano: C. hominis, C. parvum, C. meleagridis, C. cuniculus, C. 
felis y C. canis (Chalmers y Katzer, 2013), aunque las tres últimas se han identificado de 
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manera ocasional; sin embargo, se debe destacar que la infección con especies y genotipos 
de Cryptosporidium poco comunes puede presentarse tanto en pacientes 
inmunodeprimidos como inmunocompetentes (Cama et al., 2008) 
 
C. hominis y C. parvum son las especies más frecuentes y las responsables de la 
mayoría de los casos de criptosporidiosis en humanos. Los resultados de recientes estudios 
moleculares concluyen que, aparte de denuncias ocasionales en ganado, la transmisión de 
C. hominis es fundamentalmente antroponótica (Chalmers y Katzer, 2013). De todos 
modos, estudios recientes sugieren la existencia de poblaciones de C. parvum específicas 
de humanos (Cacciò et al., 2005). La importancia y distribución de cada una de estas 
especies depende de las condiciones geográficas. C. hominis es más prevalente (62%) en 
América, Australia y África, mientras que C. parvum es la responsable de un elevado 
número de casos en Europa (57%), especialmente en el Reino Unido (Cacciò et al., 2005). 
Además, mientras que en áreas urbanas predominan los casos por C. hominis, las personas 
que viven en áreas rurales, sobre todo niños, tienen mayores tasas de infección por C. 
parvum, lo que guarda relación con un mayor contacto con animales (Essid et al., 2008; 
Llorente et al., 2007). 
 
La vía de infección de Cryptosporidium es fundamentalmente fecal-oral y se produce 
tras la ingestión de ooquistes; ocasionalmente se han descrito casos de infección 
respiratoria por inhalación o aspiración (Shirley et al., 2012). Aunque la mayor parte de los 
brotes de criptosporidiosis en humanos se han atribuido a la contaminación del agua de 
bebida o de aguas destinadas a usos recreativos (MacKenzie et al., 1994; Baldursson y 
Karanis, 2011), los ooquistes también se han detectado en alimentos tales como verduras 
frescas (Monge et al., 1996) o bivalvos (Freire-Santos et al., 2000). También se han 
descrito casos de contagio entre personas (Artieda et al., 2012) o por contacto con 
animales, tanto de compañía como de granja (Gormley et al., 2011). 
 
En personas inmunocompetentes el proceso es autolimitante y la infección cursa, en 
muchos casos, de forma asintomática. En el caso de aparecer, los signos clínicos pueden 
ser muy variables (desde leves a graves). Tras un periodo de incubación de 3-12 días ( = 
5-7 días), es característica la aparición de diarrea acuosa que puede durar de 6 a 14 días, 
aunque se han descrito casos de hasta 1 mes. Además, los pacientes pueden presentar 
fatiga, pérdida de apetito, vómitos, dolor abdominal y febrícula (MacKenzie et al., 1994; 
Mathiu et al., 2004; Bushen et al., 2007). Hunter et al. (2004) señalaron que la aparición de 
dolor articular y ocular, jaquecas recurrentes, mareos y fatiga era mucho más frecuente en 
las infecciones por C. hominis que en las causadas por C. parvum. 
 
Los pacientes inmunodeprimidos, como los enfermos de SIDA o las personas con 
cáncer o sometidas a trasplantes de órganos, son especialmente sensibles a la infección 
(Gentile et al., 1991; Hong et al., 2007) y ésta puede ser fatal debido a la deshidratación 
provocada por la diarrea crónica (Caccio, 2005; Chen et al., 2005). En algunos casos se ha 
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descrito la extensión de la infección hacia otros tramos intestinales o incluso hacia zonas 
extraintestinales, como los conductos biliares e hígado (Denkinger et al., 2008; Wolska-
Kusnierz et al., 2007) o los pulmones (Meynard et al., 1996; Kibbler et al., 1987) 
 
En adultos inmunocompetentes no se han descrito diferencias en la sintomatología 
derivada de las infecciones por C. parvum, C. hominis o C. meleagridis (Chappell et al., 
2011). Por el contrario, en niños y pacientes inmunodeprimidos se han observado 
importantes diferencias en las manifestaciones clínicas dependiendo de la especie y subtipo 
implicado de Cryptosporidium, siendo el proceso causado por C. hominis, y en especial 
con algunos subtipos, más grave que el ocasionado por C. parvum (Xiao, 2010). 
 
3. MATERIALES Y MÉTODOS 





3.1. ESTUDIO 1. PRESENCIA Y CARACTERIZACIÓN MOLECULAR DE AISLADOS DE 
Cryptosporidium EN RUMIANTES DOMÉSTICOS DE GALICIA. 
 
Para la realización de este estudio, entre 2008 y 2013 se tomaron un total de 611 
muestras fecales de rumiantes domésticos sin destetar que presentaban diarrea, 
pertenecientes a 250 rebaños localizados en la Comunidad gallega. 
 
En este apartado se exponen las características generales de los animales y de las 
explotaciones. Además se describen las diferentes técnicas microscópicas y moleculares 
utilizadas para detectar la presencia de ooquistes de este protozoo y para identificar la 
especie/genotipo y subtipo de Cryptosporidium, respectivamente. 
 
 
3.1.1. Características generales de la zona de estudio  
Galicia es una importante área ganadera situada en el Noroeste de España (43º 47’–41º 
49’ de latitud Norte y 6º 42’–9º 18’ de longitud Oeste). El ganado vacuno de aptitud 
lechera y cárnica son, por este orden, los principales activos del sector ganadero en Galicia, 
siendo Lugo y A Coruña las provincias con un mayor censo de bovinos. En el año 2012, 
nuestra Comunidad contaba con 940.762 cabezas de vacuno repartidas en 41.407 
explotaciones (Xunta de Galicia, 2014). 
 
Galicia es líder en la producción de leche de vacuno a nivel estatal, ya que en ella se 
localizan el 55% de las explotaciones, con unos efectivos que representan el 39% de la 
producción total nacional (MAGRAMA, 2011). La producción lechera en nuestra 
Comunidad ha aumentado en los últimos años, gracias al gran incremento de la producción 
por vaca y a que se ha aumentado el número de animales por explotación. En esta 
Comunidad, las granjas de mayor tamaño tienen modelo de producción intensivo, debido a 
la estructura de la propiedad de la tierra, poca superficie y muy dividida (Roca Fernández 
et al., 2012). Otras explotaciones emplean sistemas semiextensivos con objeto de reducir 
los costes de producción e incrementar su rentabilidad económica, utilizando el pastoreo 
para aprovechar de modo eficaz las praderas. 
 
El ganado vacuno de carne está representado fundamentalmente por razas autóctonas 
de Galicia (sobre todo Rubia gallega, junto con la Cachena, Caldelá, Frieiresa, Limiá y 
Vianesa) y de otras regiones (Asturiana de los Valles) y sus cruces. La mayoría de las 
explotaciones gallegas de ganado vacuno dedicadas a la producción cárnica se caracterizan 
por ser pequeñas empresas de carácter familiar que sirven de complemento a su economía. 
Aunque algunos rebaños de vacuno de carne se explotan en régimen extensivo (pastos de 
montaña) o intensivo (cebaderos), la mayoría se manejan en semiextensivo, donde los 
animales salen diariamente a los prados, aunque el tiempo de pastoreo depende 
fundamentalmente del tiempo atmosférico; en general, durante la primavera y el otoño las 
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vacas permanecen todo el día en los pastos, mientras que en invierno y verano se estabulan 
en las horas en las que las condiciones son adversas. La alimentación está constituida 
principalmente por pasto que se complementa con heno o ensilado en invierno o cuando la 
hierba escasea. 
 
Otras especies de rumiantes domésticos, como el ganado ovino y caprino, están 
consiguiendo cada vez mayor relevancia en nuestra Comunidad, debido a que la 
rentabilidad de las explotaciones se está incrementando. Según datos de la Consellería de 
Medio Rural (Xunta de Galicia, 2014), en el año 2011, en Galicia había censadas 211.198 
ovejas y 43.985 cabras, distribuidas en 23.210 granjas, de las cuales 3.028 eran granjas 
mixtas de ganado ovino y caprino. Únicamente el 1,7% de los rebaños estaba constituido 
por más de 100 animales, predominando las pequeñas explotaciones que representan, 
fundamentalmente, un complemento de la economía familiar. La gran mayoría de las 
granjas de ganado ovino y caprino de la provincia de Galicia están compuestas por cruces 
de razas aptitud cárnica, que se explotan generalmente en régimen semiextensivo. 
Tradicionalmente, estos rebaños estaban ligados a la cría de ganado vacuno, con el que 
podían compartir pastos e incluso establos; debido a la profesionalización del sector en 
nuestra Comunidad, esta situación es cada vez más infrecuente. 
 
 
3.1.2. Localización de las explotaciones de rumiantes domésticos y obtención de 
las muestras 
Todas las muestras fecales procedieron de animales menores de 35 días que 
presentaban un cuadro diarreico. Las heces se tomaron de forma individualizada y 
directamente del recto de los animales. En los terneros se emplearon frascos estériles de 
plástico, mientras que para los corderos y cabritos se utilizaron hisopos sin medio, a los 
que se les añadió 1 ml de tampón fosfato salino (PBS) con objeto de evitar la desecación 
de las muestras. Las heces se transportaron en refrigeración hasta el laboratorio, donde se 
conservaron a 4ºC hasta su procesado.  
 
En la Tabla 3.1 se recoge el número de explotaciones estudiadas, así como la provincia 
a la que pertenecen, y en la Figura 3.1 se señala su localización en la Comunidad gallega. 
Se debe señalar que algunas de las granjas analizadas presentaron varios brotes de diarreas 
neonatales a lo largo del periodo de estudio y se visitaron en más de una ocasión, aunque 
en ningún caso se recogieron heces de animales muestreados previamente. Así, para el 
ganado vacuno, se recogieron 322 muestras fecales procedentes de 190 explotaciones 
ubicadas en las cuatro provincias gallegas. En cada granja se tomaron muestras de 1 a 16 
animales, siendo la media de 1,7 muestras/granja.  
 
Respecto al ganando ovino y caprino, se muestrearon 37 explotaciones de ovino 
localizadas en todas las provincias de Galicia y 23 de caprino situadas en Lugo y Ourense; 
todos los rebaños eran de aptitud cárnica. En total se tomaron un total de 171 muestras de 
Material y Métodos 49 
 
 
heces de corderos (1-20 muestras por granja; = 5,0) y 118 de cabritos (1-27 muestras por 
granja;  = 7,0). 
 
Tabla 3.1. Número de granjas muestreadas al considerar la provincia a la que pertenecen 
 
Cuando se recogieron las muestras, se anotaron datos relativos a la explotación 
(código de explotación agraria, titular de la explotación, localización de la misma, tipo y 
orientación productiva y censo), así como la edad, en días, de los animales.  
 
Para el estudio de la dinámica de eliminación de ooquistes de Cryptosporidium se 
consideraron las semanas de vida de los animales, de modo que éstos se dividieron en 4 
grupos: G1: <8 días, G2: 8-15 días, G3: 16-21 días, G4: >21 días. Esta división no se 
realizó para los corderos y los cabritos debido a que los datos no eran fiables ya que la 
mayoría de los ganaderos no conocían con exactitud la fecha de nacimiento de los animales 
puesto que, al realizarse la concentración de partos, en un período corto de tiempo se 
registra un elevado número de nacimientos.  
 
 
3.1.3. Análisis parasitológicos 
Este apartado se divide en 2: en el primero se resumen las técnicas microscópicas 
realizadas con objeto de evidenciar los ooquistes presentes en las heces de las tres especies 
de rumiantes estudiadas; en el segundo se señalan los procedimientos moleculares que 
permiten identificar la especie/genotipo de Cryptosporidium, así como el subtipo de C. 
parvum.  
 
Especie animal Provincias Granjas Municipios 
Vacuno A Coruña 4 3 
 Lugo 122 23 
 Ourense 2 3 
 Pontevedra 62 3 
 TOTAL 190 32 
    
Ovino A Coruña 9 6 
 Lugo 13 10 
 Ourense 10 7 
 Pontevedra 5 4 
 TOTAL 37 27 
    
Caprino Lugo 10 6 
 Ourense 13 7 
 TOTAL 23 13 
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Figura 3.1. Municipios donde se recogieron las muestras de rumiantes domésticos empleadas en este 
estudio 
 
3.1.3.1. Técnicas microscópicas para la detección de ooquistes de Cryptosporidium 
Las muestras fecales de los rumiantes domésticos se analizaron utilizando tres técnicas 
microscópicas: tinción negativa de Heine (Heine, 1982), Ziehl-Neelsen modificado 
(Henriksen y Pohlenz, 1981) y tinción con auramina (Koneman et al., 1997). Se empleó la 
tinción negativa de Heine como técnica de selección inicial, debido a su rapidez y bajo 
coste. Sin embargo, a causa de su baja sensibilidad, las muestras que resultaron negativas o 
dudosas al Heine, se volvieron a procesar mediante una de las otras dos técnicas. 
 
Las heces de los terneros fueron, en general, de consistencia líquida, y se emplearon 
directamente en los análisis. Independientemente de la técnica microscópica utilizada, con 
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azar. De esta manera se realizó una estimación semicuantitativa de la eliminación de 
ooquistes, siguiendo el protocolo descrito por Castro-Hermida et al. (2002b), que se recoge 
en la Tabla 3.2. 
 
Tabla 3.2. Estimación semicuantitativa de la eliminación de ooquistes de Cryptosporidium en heces de 
terneros 







En las muestras fecales de corderos y cabritos, primeramente el PBS se pasó desde los 
tubos de los hisopos rectales a tubos de microcentrífuga de 1,5 ml; los hisopos se frotaron 
enérgicamente contra las paredes del vial con objeto de liberar los ooquistes. 
Posteriormente, el microtubo con los ooquistes se centrifugó en una centrífuga Eppendorf 
Mini Spin (Eppendorf, Hamburgo, Alemania) a velocidad máxima (13.400 rpm) durante 5 
minutos, y posteriormente se eliminó parte del sobrenadante hasta un volumen de 250 µl. 
En estas muestras no se realizó la estimación de la eliminación de ooquistes de 
Cryptosporidium debido a las notables diferencias que existían respecto a la cantidad de 
heces recogidas y a la eficacia en la recuperación de los ooquistes. 
 
Tinción negativa de Heine 
Para llevar a cabo esta técnica, o tinción con carbol-fucsina, se depositó sobre un 
portaobjetos una pequeña cantidad de heces de aproximadamente 5 µl. Posteriormente se 
añadió una cantidad similar de fucsina básica fenicada (Panreac, Barcelona, España), se 
homogeneizó con las heces y se realizó una extensión muy fina, que se dejó secar al aire y 
se observó inmediatamente a 1000 aumentos (microscopio Olympus CH-2) Los ooquistes 
se observaron como estructuras redondeadas o ligeramente ovoides no coloreadas y con 
una sombra central que representa el cuerpo residual. 
 
Tinción Ziehl-Neelsen modificado 
Se realizó una extensión fina de heces en un portaobjetos, se dejó secar al aire y se fijó 
con metanol durante 5 minutos. Posteriormente, la muestra se cubrió con fucsina básica 
fenicada; tras un mínimo de 20 minutos, se lavó abundantemente con agua. El siguiente 
paso consistió en decolorar la preparación mediante la adición de ácido sulfúrico al 3% 
durante 20 segundos con el porta en agitación; posteriormente se lavó con agua. Por 
último, se aplicó una solución de verde malaquita al 3% durante 5 minutos con objeto de 
realizar una tinción de contraste; la preparación se lavó con agua para eliminar el colorante 
y después se secó en las condiciones ambientales que había en el laboratorio. A 1000 
aumentos se visualizaron los ooquistes que se aprecian de color rosa oscuro, resaltando 
sobre el fondo de color verde-azulado que se correspondería con los detritus fecales. 
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Tinción con auramina 
Esta técnica se realizó a partir de una extensión de materia fecal sobre un portaobjetos, 
que se dejó secar al aire. La muestra se fijó mediante la adición de metanol, que se dejó 
durante 5 minutos; posteriormente se dejó secar al aire. A continuación se cubrió la 
preparación con una solución fenólica de auramina (Sigma-Aldrich GmbH, Steinheim, 
Alemania). Transcurrido un tiempo mínimo de 15 minutos a temperatura ambiente, la 
preparación se lavó cuidadosamente con agua. 
 
La muestra se decoloró empleando una solución de alcohol ácido (ClH al 0,5% en 
etanol al 70%). Transcurridos 2 minutos se retiró la solución decolorante y se lavó la 
preparación con agua abundante. Por último, la extensión se contracoloreó con una 
solución acuosa de permanganato potásico al 0,5% durante 3 minutos. Se lavó con agua 
abundante para eliminar el exceso de colorante, se dejó secar la preparación, se montó con 
DPX y los ooquistes se observaron con un microscopio de fluorescencia Leica DM2500 
(Leica Microsystems, Wetzlar, Alemania) a 400 y 1000 aumentos, apreciándose que eran 
muy fluorescentes, de color amarillo o amarillo-verdoso.  
 
 
3.1.3.2. Técnicas moleculares 
 
Concentración de ooquistes y extracción de ADN 
 
a) Muestras con un elevado número de ooquistes 
En las muestras en las que se había observado un elevado número de formas de 
resistencia de Cryptosporidium, las suspensiones de ooquistes se prepararon siguiendo el 
método descrito por Elwin et al. (2001); este método permite obtener ooquistes muy 
purificados, pero su rendimiento no es elevado, al perderse muchas formas parásitas 
durante el proceso. 
 
Las muestras fecales se homogeneizaron en solución salina saturada (1:4) y se 
centrifugaron durante 8 minutos a 3000 rpm (1100 x g) en una centrífuga Eppendorf 
centrifuge 5804 (Eppendorf, Hamburgo, Alemania). El sobrenadante, que contiene los 
ooquistes, se lavó con agua destilada y, finalmente, los ooquistes se resuspendieron en 1 ml 
de agua destilada, conservándose a 4 ºC hasta su posterior utilización. 
 
Para obtener el ADN de Cryptosporidium se utilizó una alícuota de 200 µl de las 
soluciones de ooquistes. Para incrementar el rendimiento del proceso de extracción, los 
ooquistes se rompieron sometiéndolos a tres ciclos de congelación en nitrógeno líquido (-
196 ºC, 1 minuto)/descongelación (100 ºC, 5 minutos). Posteriormente, el ADN se extrajo 
mediante el kit DNeasy Blood and Tissue kit (Qiagen, Valencia, California, EE.UU.), 
siguiendo las instrucciones del fabricante, y se mantuvo en congelación a -28 ºC hasta su 
utilización.  




b) Muestras con un número reducido de ooquistes 
En este caso los ooquistes se concentraron previamente mediante una técnica de 
concentración con agua destilada y acetato de etilo, y posteriormente el ADN se extrajo 
directamente a partir del sedimento, utilizando un kit de extracción de ADN específico 
para muestras fecales. 
 
Se partió de 2 gramos de muestra fecal, que se homogeneizó con agua destilada (1:10) 
y se filtró a través de una malla de 40 µm de diámetro de poro; posteriormente se 
centrifugó durante 5 minutos a 3500 rpm en una centrífuga Allegra 21R Centrifuge 
(Beckman Coulter, Pasadena, California, EE.UU.). Tras desechar el sobrenadante, se 
añadió agua destilada y acetato de etilo (4:1) al sedimento, se mezcló bien mediante 
agitación con vórtex y se volvió a centrifugar 5 minutos a 3500 rpm. Por último, se 
desecharon las tres capas (acetato de etilo, restos grasa y agua) y el sedimento, que 
contiene los ooquistes del protozoo, se resuspendió en 500 µl de agua destilada. 
 
La concentración y recuperación de ooquistes se determinó tras el examen, al 
microscopio, de 20 µl del sedimento teñido con auramina. En las muestras positivas, el 
ADN parasitario se extrajo directamente a partir de 200 µl del sedimento, empleando el kit 
Realpure Spin Food-Stool Kit (Real, Valencia, España). Este kit fue diseñado 
específicamente para la purificación de ADN genómico procedente de heces, puesto que 
elimina los contaminantes e inhibidores de la reacción de PCR que contienen las muestras 
fecales. Como se comentó previamente, antes de comenzar la extracción, las muestras se 
sometieron a tres ciclos de congelación-descongelación para romper los ooquistes e 
incrementar la cantidad de ADN recuperado.  
 
 
Identificación de la especie/genotipo 
Para determinar las especies y genotipos de Cryptosporidium se empleó la técnica de 
la reacción en cadena de la polimerasa (PCR), amplificando un fragmento de 
aproximadamente 850 pb del gen que codifica para la subunidad ribosómica pequeña (SSU 
rRNA), de acuerdo con el protocolo descrito por Xiao et al. (2001a).  
 
Tabla 3.3. Cebadores empleados en la amplificación de los genes que codifican para el SSU rRNA y la 
gp60 
 Cebador Secuencia (5’ a 3’) Autor 
SSU rRNA 18S 1F (SSU-F2) TTC TAG AGC TAA TAC ATG CG Xiao et al., 2001a 
18S 1R (SSU-R2) CCC ATT TCC TTC GAA ACA GGA Jiang et al., 2005 
18S 2F (SSU-F3) GGA AGG GTT GTA TTT ATT AGA TAA AG Xiao et al., 2001a 
18S 2R (SSU-R4) CTCATAAGG TGCTGAAGGAGTA 
GP60 GP601F (AL 3531) ATA GTC TCC GCT GTA TTC Alves et al. 2003 
GP601R (AL 3535) GGA AGG AAC GAT GTA TCT 
GP602F (AL3532) TCC GCT GTA TTC TCA GCC 
GP602R (AL3534) GCA GAG GAA CCA GCA TC 
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Dicha PCR se realizó en dos etapas (PCR anidada), constituida cada una de ellas por 
una reacción independiente, incluyéndose controles positivos y negativos en todos los 
ensayos. En la primera reacción se amplificó un fragmento de aproximadamente 1325 pb, 
y para ello se emplearon 5 µl de ADN purificado, MgCl2 6mM, tampón de PCR 1x, 200 
µM de cada desoxirribonucleótido (dNTP MIX, Bioline GmbH, Luckenwalde, Alemania), 
0,2 µM de cada cebador 18SF1 y 18SR1 (Tabla 3.3) y 2,5 unidades de Taq polimerasa 
(BIOTAQ DNA polymerase, Bioline GmbH, Luckenwalde, Alemania) en un volumen 
total de reacción de 50 µl. La amplificación se llevó a cabo en un termociclador MyCycler 
(Biorad, Hercules, California, EE.UU.), sometiendo a la mezcla a una desnaturalización 
inicial de 3 minutos a 94°C, seguida de 35 ciclos de 45 segundos a 94°C 
(desnaturalización), 45 segundos a 55°C (hibridación) y 60 segundos a 72°C (extensión), y 
una extensión final de 7 minutos a 72°C. 
 
La segunda reacción de PCR amplificó un fragmento interno de aproximadamente 840 
pb, empleándose para ello 5 µl del producto de la primera reacción de PCR y los cebadores 
18S2F y 18S2R (Tabla 3.3). La composición de esta segunda reacción de PCR, así como el 
programa del termociclador, fue idéntico al empleado en la primera PCR a excepción de la 
concentración de MgCl2, que en este caso fue de 3 mM. 
 
Los productos de PCR obtenidos se visualizaron en un analizador de imagen (Fluor-S 
Multimager, Bio-Rad, Hercules, California, EE.UU.) tras someterlos a una electroforesis -
100V durante 50 minutos en tampón TAE 1x (Applichem GmbH, Darmstadt, Alemania)- 
en geles de agarosa al 1% (p/v) conteniendo un sustituto de bromuro de etidio 1x (RedSafe, 
INTRON biotechnology, Gyeonggi, Corea del Sur). 
 
Para determinar la especie/genotipo presente en las muestras de realizó un análisis del 
polimorfismo de longitud de los fragmentos de restricción (RFLP). Para ello, el producto 
de la segunda reacción de PCR se sometió a una digestión con las endonucleasas SspI, VspI 
y MboII (New England Biolabs, Ipswitch, Massachusetts, EE.UU.) siguiendo el protocolo 
recogido en la Tabla 3.4, en un volumen total de 20 µl. El volumen de producto de la 
segunda PCR a digerir varió dependiendo de la cantidad de ADN obtenido en la PCR 
anidada y este se valoró mediante la observación de la intensidad de las bandas. 
Posteriormente, las muestras se incubaron a 37ºC durante al menos 2 horas. 
 
Los fragmentos de restricción se sometieron a una electroforesis horizontal en geles de 
agarosa al 2% en tampón TAE 1x teñidos con un sustituto de bromuro de etidio aplicando 
un voltaje de 110V durante 70 minutos; posteriormente se visualizaron en un analizador de 
imagen. Las especies/genotipos de Cryptosporidium se identificaron comparando los 
patrones de restricción obtenidos con los recogidos en varios trabajos (Feng et al. 2007; 
Xiao y Ryan, 2008). Aquellos aislados cuyo patrón de restricción no coincidió con el de C. 
parvum se secuenciaron con objeto de confirmar los resultados de la RFLP. 
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Tabla 3.4. Protocolo utilizado para realizar la digestión de los productos de PCR con las enzimas SspI, 
VspI y MboII 
 Bandas Intensas Bandas moderadas Bandas tenues 
Endonucleasa 10 U 10 U 10 U 
Buffer 1x 1x 1x 
Producto PCR 2 µl 10 µl 17 µl 
 
La purificación de las muestras y la determinación de la secuencia nucleotídica se 
realizó en la Unidad de Secuenciación y Análisis de fragmentos de la Universidad de 
Santiago de Compostela. Los productos de amplificación se secuenciaron en ambos 
sentidos utilizando el BigDye Terminator v3.1 kit (Applied Biosystems, Foster City, 
California, EE.UU.) y se leyeron en un secuenciador automático ABI-prism 3730xl 
(Applied Biosystems, Foster City, California, EE.UU.). Las secuencias obtenidas se 
examinaron y solaparon con el programa Chromas Pro v.1.7.5. (Technelysium Pty Ltd., 
Tewantin, Queensland, Australia) y posteriormente se alinearon con BioEdit Sequence 
Alignment Editor v.7.2.3. (Ibis Biosciences, Carlsbad, California, Estados Unidos). 
Finalmente, la identificación de las especies presentes se realizó mediante la comparación 
de las secuencias de ADN obtenidas con aquellas de especies/genotipos de 
Cryptosporidium depositadas en la base de datos del GenBank (National Center for 
Biotechnology Information, NCBI), usando la aplicación BLAST (Basic Local Alignment 
Search Tool; http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi).  
 
 
Identificación del subtipo de C. parvum 
Los aislados identificados como C. parvum en la RFLP, se subtiparon mediante el 
análisis de la secuencia de un fragmento (800-850 pb) del gen que codifica para la 
glicoproteína de 60 kDa (GP60), empleando una PCR anidada según el protocolo descrito 
por Alves et al (2003) y los cebadores señalados en la Tabla 3.3.  
 
En ambas reacciones se empleó 1 µl de ADN (ADN patrón para la primera reacción y 
producto de la primera PCR para la segunda reacción), que se añadió a una mezcla 
compuesta por tampón de PCR 1x, MgCl2 3 mM, 200 mM de cada dNTP, 0,2 mM de cada 
cebador (tabla X) y 5 U de Taq polimerasa, en un total de 50 µl. Las muestras se 
sometieron a 40 ciclos de 45’’ a 95°C, 45’’a 52°C y un minuto a 72°C; también se incluyó 
un paso de desnaturalización inicial (3 minutos a 95°C) y otro de extensión final (10 
minutos a 72°C). 
 
Los productos de PCR obtenidos se visualizaron en un analizador de imagen (Fluor-S 
Multimager, Bio-Rad, Hercules, California, EE.UU.) tras someterlos a una electroforesis -
100V durante 50 minutos en tampón TAE 1x- en geles de agarosa al 1% (p/v) conteniendo 
un sustituto de bromuro de etidio 1x (RedSafe, INTRON biotechnology, Gyeonggi, Corea 
del Sur). 
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Para identificar los subtipos presentes, se determinó la secuencia de nucleótidos 
utilizando el procedimiento citado en el apartado anterior, y las secuencias consenso se 
compararon con las depositadas en el GenBank. El fragmento amplificado del gen de la 
GP60 posee en el extremo 5’ una región integrada por repeticiones de los trinucleótidos 
TCA/TCG/TCT que codifican para la serina. Teniendo en cuenta esta característica, los 
subtipos se nombraron considerando el número de repeticiones de TCA y TCG en la región 
repetitiva y de las mutaciones presentes en la zona sin repeticiones, así como del número 
de copias de la secuencia ACATCA localizadas al final de la zona repetitiva en aquellos 
subtipos pertenecientes a la familia IIa (Sulaiman et al., 2005). 
 
 
3.2. ESTUDIO 2. ANÁLISIS DE LA VARIABILIDAD GENÉTICA DE C. parvum EN TERNEROS 
Y CORDEROS DE GALICIA MEDIANTE ANÁLISIS MULTILOCUS (ML1, ML2 Y GP60). 
 
En este segundo estudio se realizó un análisis del tamaño de los fragmentos de las 
regiones microsatélite ML1 y ML2 de Cryptosporidium. Debido a la ausencia de un 
método estandarizado para realizar este análisis, se emplearon tres técnicas diferentes 
(electroforesis capilar, electroforesis en geles de alta definición y secuenciación), que se 
compararon en términos de fiabilidad, tipabilidad, poder discriminatorio, coste, tiempo de 
ejecución y facilidad de uso. 
 
Los resultados obtenidos para los microsatélites ML1 y ML2 se combinaron 
posteriormente con los del gen de la gp60 para obtener un subtipo multilocus (MLT), lo 




3.2.1. Análisis del tamaño de los fragmentos de los microsatélites ML1 y ML2 
Se estudiaron dos regiones microsatélite empleadas para el subtipado de C. parvum: la 
ML1 consiste en una repetición de tres nucleótidos (GAG), mientras que la ML2 está 
formada por repeticiones del dinucleótido AG. El subtipo viene determinado por el nombre 
del la región microsatélite junto con la longitud, en pares de bases, de la secuencia 
amplificada. El análisis del tamaño de los fragmentos para estos dos marcadores se realizó 
empleando tres de las técnicas más empleadas, como la electroforesis capilar, 
electroforesis en geles de alta resolución y secuenciación, considerada como el gold 
standard. 
 
Independientemente de la técnica empleada, la reacción de PCR consistió en una 
mezcla constituida por tampón TAE 1x, 1 mM MgCl2, 200 µM de cada 
desoxiribonucleótido, 0,5 µM de cada uno de los cebadores (Tabla 3.5), 0,8 U de Taq 
polimerasa (HotStar Taq DNA polymerase; Qiagen, Crawley, Reino Unido) y 2 µl de 
ADN purificado, en un volumen total de 20 µl. En el caso de la electroforesis capilar, se 
Material y Métodos 57 
 
 
empleó un cebador antisentido marcado con el colorante WellRED D3 (Proligo, París, 
Francia).  
 
Tabla 3.5. Cebadores empleados para la amplificación de las regiones microsatélite ML1 y ML2. 
  Cebador (5’ →3’) Referencia 
ML1 ML1F CTAAAAATGGTGGAGAATATTC Cacciò et al., 2000 
ML1R CAACAAAATCTATATCCTC 
ML2 ML2F (M15) CAATGTAAGTTTACTTATGATTAT Cacciò et al., 2001 
ML2R (M16) CGACTATAAAGATGAGAGAAG 
 
Las condiciones que se usaron para la PCR fueron las siguientes: un paso de 
desnaturalización inicial a 94ºC durante 5 min, seguido de 40 ciclos de 30 s a 94ºC, 30 s a 
50ºC y 60 s a 72ºC y un paso de extensión final a 72ºC durante 7 min. 
 
 
- Electroforesis capilar 
El tamaño de los fragmentos amplificados se analizó en un secuenciador CEQ 8000 
Genetic Analysis System (Beckman Coulter, High Wycombe, Reino Unido) empleando el 
marcador de ADN GenomeLab DNA Size Standard Kit 600 (Beckman Coulter, High 
Wycombe, Reino Unido) como escala de referencia de tamaño, siguiendo las instrucciones 
del fabricante. El software asigna automáticamente a los picos del electroferograma el 
valor de tamaño del fragmento; el tamaño del alelo resultó de la aproximación del valor del 
pico principal al del número de pares de bases más cercano a los señalados por Hunter et 
al. (2007). 
 
- Electroforesis en geles de alta resolución 
Los productos obtenidos en la PCR se separaron en geles comerciales prefabricados 
Spreadex EL500 (Elchrom Scientific AG, Cham, Suiza) empleando el sistema SEA2000 
(Elchrom Scientific AG, Cham, Suiza), que permite regular la temperatura de la 
electroforesis (Figura 3.2). Los geles Spreadex están fabricados a partir del monómero N-
acryloyl-tris(hydroxymethyl)-aminomethane que, de acuerdo con el fabricante, ofrece un 
poder de resolución tres veces superior al de otros geles sintéticos. Los geles se corrieron a 
120 V y recirculación de buffer a una temperatura constante de 55ºC durante 240 minutos, 
condiciones que, según una herramienta on-line del fabricante 
(http://elchrom.com/index.php?id=virtualelectrophoresis), permitían obtener una 
separación óptima de los fragmentos. Tras la electroforesis, las bandas de ADN se 
visualizaron en un transiluminador Dark Reader (Clare Chemical, Denver, USA). El 
tamaño de los productos de PCR se determinó mediante comparación con las bandas del 
patrón M3 DNA ladder (Elchrom Scientific). 
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Los productos de la PCR se purificaron con QIAquick PCR clean-up kit (Qiagen). La 
secuenciación bidireccional se realizó en un secuenciador ABI 3100xl (Applied 
Biosystems, Warrington, Reino UNido). Las secuencias se alinearon y editaron con el 
programa ChromasPro (Technelysium, Brisbane, Australia) y se analizaron comparándolas 




- Análisis comparativo de las tres técnicas  
La nomenclatura de los alelos se basó en el tamaño de los fragmentos (en pares de 
bases), tal y como propuso Cacciò et al. (2001). El tamaño de los alelos obtenido mediante 
electroforesis capilar se ajustó comparándolo con el resultado del análisis de la secuencia; 
en el caso de no haber secuencias disponibles, se comparó con los resultados de la 
electroforesis en geles prefabricados de alta resolución. 
 
La capacidad de cada método para asignar cada aislado a un alelo determinado o 
tipabilidad (T), se obtuvo tras calcular la proporción de aislados tipados sobre el número 
total de muestras analizadas. Además, la utilidad de cada método para subtipar los aislados 
de C. parvum se calculó mediante el índice Hunter–Gaston de poder discriminatorio 
(Figura 3.3), que estima la probabilidad de tomar dos aislados sin relación al azar y 
clasificarlos como diferentes (Hunter y Gaston, 1988). El índice y los intervalos de 
confianza al 95% se obtuvieron con la herramienta on-line V-DICE (Variable Number 
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Figura 3.3. Ecuación empleada para calcular el índice de Hunter-Gaston (D), donde N es el número total 
de aislados, s el número de subtipos observados y nj elnúmero de aislados pertenecientes al subtipo j. 
 
Por último, en este análisis también se tuvieron en cuenta el coste de cada método, así 
como el tiempo de análisis y la facilidad de uso. 
 
 
3.2.2. Tipado multilocus y análisis de la variabilidad genética de C. parvum 
Finalmente, los alelos para cada uno de los marcadores microsatélite, obtenidos con el 
método que ofreció las mejores características (electroforesis capilar), se combinaron con 
el subtipo obtenido tras análisis del gen de la GP60, creando un subtipo multilocus (MLT) 
para cada aislado, que se designó con un número. Solo se incluyeron en el análisis los 
aislados positivos para los tres locus. 
 
El análisis de clusters se realizó empleando el algoritmo eBURST (Feil et al., 2004; 
http://eburst.mlst.net/), desarrollado originariamente para el análisis multilocus de datos 
obtenidos mediante secuenciación y aplicado para tipado multilocus de Cryptosporidium 
por fragmentos por Tanriverdi et al. (2004). Este algoritmo vincula los MLT que difieren 
de otro en un solo locus (single-locus variants; SLVs), mientras que aquellos MLT que 
difieren en más de un locus no se vinculan. De este modo, los grupos de SLV se refieren a 
complejos clonales. Cada cluster se forma alrededor de un “miembro fundador”, que tiene 
el mayor número de SLV, y considerado el tipo ancestral. 
 
4. RESULTADOS Y 
DISCUSIÓN 

Resultados y Discusión 63 
 
 
4.1. ESTUDIO MICROSCÓPICO 
 
Los resultados obtenidos tras el análisis microscópico de las muestras fecales 
demuestran que, en las explotaciones de rumiantes domésticos de Galicia, 
Cryptosporidium se encuentra frecuentemente implicado en la aparición de brotes de 
diarreas en neonatos, ya que aproximadamente el 60% de las granjas y el 50% de los 
animales resultaron positivos (Tabla 4.1). Al considerar la prevalencia individual, se 
observó que la más elevada correspondía al ganado caprino y la más baja a los ovinos, 
siendo estas diferencias estadísticamente significativas (χ
2
= 32,153; p< 0,001). 
 
Tabla 4.1. Porcentajes de animales y explotaciones positivos a Cryptosporidium en Galicia empleando 
técnicas microscópicas 
 Prevalencia individual Prevalencia por explotación 
Terneros 172/322 (53,4%) 114/190 (60,0%) 
Corderos 54/171 (31,6%) 20/37 (54,1%) 
Cabritos 74/118 (62,7%) 15/23 (65,2%) 
TOTAL 300/611 (49,1%) 149/250 (59,6%) 
 
Es necesario señalar que, aunque existe una elevada prevalencia de infección por este 
protozoo, sin embargo, en las diarreas neonatales de los rumiantes intervienen otros 
enteropatógenos de naturaleza bacteriana o vírica que no se han considerado en este 
estudio. 
 
En un elevado porcentaje de las granjas de ganado vacuno, en las que hubo brotes de 
diarreas neonatales (Tabla 4.1), se observó un elevado porcentaje de terneros que 
excretaban ooquistes de Cryptosporidium spp. Asimismo, la prevalencia individual 
también fue elevada y similar  a la observada (52,3-64,7%) en terneros menores de un mes 
que presentaban diarrea (Quílez et al., 1996, 2008a; De la Fuente et al., 1998). Por el 
contrario, en un estudio reciente realizado en Galicia, García-Meniño (2013) comprobó 
que el 76% de los terneros que presentaban diarrea excretaban ooquistes del parásito; este 
elevado porcentaje puede deberse al reducido número de muestras analizadas (n= 83). En 
terneros que presentaban diarrea en el momento del muestreo, Martín-Gómez et al. (1995) 
obtuvieron prevalencias del 35,7%, aunque se debe considerar que muestrearon terneros de 
hasta 75 días de edad y se ha demostrado que la prevalencia de infección disminuye con la 
edad, observándose los mayores porcentajes de infección en terneros menores de 3 
semanas (Causapé et al., 2002; Castro-Hermida et al., 2007). 
 
En el presente estudio, el porcentaje de corderos que eliminaban ooquistes de 
Cryptosporidium fue más bajo que los hallados  en corderos del Centro y Noreste de 
España (entre el 40,2 y el 79,4%), que no habían sido todavía destetados y que presentaban 
diarrea (Pilar-Izquierdo et al., 1993; Martín-Gómez et al., 1995b; Muñoz et al., 1996; 
Causapé et al., 2002). Por el contrario, en nuestro estudio, el porcentaje de cabritos que 
eliminaban ooquistes de Cryptosporidium fue superior al señalado en diversos estudios 
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realizados en otras zonas del norte de España, donde el porcentaje de cabritos con diarrea 
fue del 41,7-55,7% (Muñoz et al., 1996; Quílez et al., 2001).  
 
Los elevados porcentajes de infección observados en los rumiantes domésticos de 
Galicia pueden deberse al predominio de sistemas de explotación tradicionales, donde es 
frecuente la presencia de condiciones que favorecen el aumento de la presión de infección 
y, por lo tanto de la prevalencia por Cryptosporidium, generalmente asociadas a higiene 
deficiente y al manejo incorrecto de los animales. En granjas de vacuno de nuestra 
Comunidad Autónoma, Castro-Hermida et al. (2002a) comprobaron que el riesgo de 
infección por Cryptosporidium era superior en terneros que se alojaban en grupos y en 
cubículos con suelo de tierra o paja, ya que este tipo de suelos no permite realizar una 
correcta limpieza y desinfección de las instalaciones. En este sentido, los valores de 
prevalencia tan elevados hallados en las granjas gallegas de ganado caprino pueden 
deberse a que la mayoría de los rebaños de esta Comunidad son de pequeño tamaño y de 
carácter familiar, destinando la mayor parte de los animales al autoconsumo; así, son 
explotaciones poco profesionalizadas, cuyo manejo generalmente no incluye las medidas 
higiénicas adecuadas para evitar la transmisión de este protozoo, lo que sin duda se traduce 
en elevados porcentajes de infección. Por el contrario, en  ganado vacuno, Castro-Hermida 
et al. (2002a) observaron que, en Galicia, en las explotaciones de mayor tamaño existen 
mejores condiciones de higiene y de manejo de los animales, lo que implica un menor 
riesgo de infección por este protozoo. 
 
Los datos de prevalencia observados sugieren que Cryptosporidium es, actualmente, 
uno de los principales agentes etiológicos responsables de diarreas neonatales en terneros, 
corderos y cabritos en Galicia. Diversos estudios han identificado al protozoo como el 
enteropatógeno más frecuente en rumiantes neonatos con diarrea (Snodgrass et al., 1986; 
Martín-Gómez et al., 1995; Muñoz et al., 1996; De la Fuente et al., 1998; Joachim et al., 
2003; Silverlås et al., 2010a). En un estudio reciente realizado en brotes de diarrea 
neonatal en terneros en Galicia, García Meniño (2013) comprobaron que Cryptosporidium 
estaba asociado de forma significativa con la aparición de heces acuosas en los animales, 
siendo el agente más frecuente (76%), seguido, en mucha menor proporción, por rotavirus 
(20%), E. coli K99+ (11%) y coronavirus (3%).  
 
Respecto a la posible influencia de la edad sobre la prevalencia y la estimación del 
número de ooquistes por gramo de heces, como se señaló en el apartado de Materiales y 
Métodos, se consideraron las semanas de vida de los animales, de modo que éstos se 
distribuyeron en 4 grupos: G1: <8 días, G2: 8-15 días, G3: 16-21 días, G4: >21 días. Esta 
división no se realizó para los corderos y los cabritos debido a que la mayoría de los 
ganaderos no conocían con exactitud la fecha de nacimiento, ya que al concentrarse los 
partos, en un período corto de tiempo se registra un elevado número de nacimientos.  
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Como se observa en la Tabla 4.2, los porcentajes de infección fueron 
significativamente superiores (χ
2
= 10,718; p= 0,013) en los terneros menores de dos 
semanas de edad. 
 
Tabla 4.2. Prevalencia y estimación de la eliminación en terneros al considerar los grupos de edad. 
 1-7 días 8-14 días 15-21 días >21 días 
Prevalencia (%) 57,5 63,4 38,1 11,5 
Eliminación ( ±DE) 2,2±0,92 2,2±1,02 2,6±1,06 1,0±0,99 
 
Además, al considerar cada uno de los días de vida de los animales (Figura 4.1.), se 
observó que cuando estos contaban con solo 3 días ya eliminaban ooquistes con las heces, 
lo que coincide con los resultados obtenidos por Quílez et al. (1996) y Castro-Hermida et 
al. (2002b). Si se tiene en cuenta el período de prepatencia, estos datos indican que los 
animales adquirieron la infección inmediatamente después del parto.  
 
 
Figura 4.1. Porcentaje de animales que excretaron ooquistes de Cryptosporidium al considerar los días 
de vida. 
 
Las prevalencias más elevadas se observaron entre los 5 y 12 días de edad, por lo que, 
los animales de menos de tres semanas de edad, además de ser los más sensibles a padecer 
criptosporidiosis clínica (Anderson, 1981; Fayer y Ungar, 1986; Santín et al., 2004; Kváč 
et al., 2006, Fayer et al., 2008; Santín et al., 2008; Santín y Trout, 2008; Rieux et al., 
2014) son los que tiene mayor importancia como portadores y diseminadores del parásito 
tanto para otros animales como para el hombre, lo que coincide con la mayoría de los 
autores (Wang et al., 2011).  
 
El porcentaje de animales positivos disminuyó notablemente a medida que aumentó la 
edad (Tabla 4.2; Figura 4.1), tal y como muestra la línea de tendencia de la Figura 4.1. 
Además, la intensidad de eliminación de ooquistes disminuyó de manera notable en los 
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animales de mayor edad (Tabla 4.2). Estos resultados confirman la pauta general descrita 
para esta protozoosis, en la que la exposición continuada de los animales jóvenes al 
parásito parece contribuir a que las reinfecciones tengan una menor significación clínica; 
no obstante, también los animales de más edad  tienen un considerable interés 
epidemiológico, puesto que al continuar eliminando, durante algún tiempo, cifras reducidas 
de ooquistes constituyen una fuente de infección. 
 
 
4.2. ESTUDIO MOLECULAR 
 
4.2.1. Análisis genotípico 
Todas las muestras que resultaron positivas al examen microscópico se seleccionaron 
para realizar su caracterización molecular. Tras la extracción de ADN, se realizó una PCR 
anidada para amplificar parte del gen SSU rRNA de Cryptosporidium. De este modo, se 
obtuvieron fragmentos del tamaño esperado (≈850 pb; Figura 4.2) en 270 muestras 
pertenecientes a 149 granjas; el número de muestras y granjas positivas al considerar las 
diferentes especies animales se muestra en la Tabla 4.3. 
 
Tabla 4.3. Muestras y granjas positivas mediante el empleo de técnicas moleculares 
 Muestras positivas Granjas positivas 
Terneros 162/172 (94,2 %) 114/114 
Corderos 43/54 (79,6 %) 20/20 
Cabritos 65/74 (87,8 %) 15/15 
TOTAL 270/300 (90,0 %) 149/149 
 
Aunque varios estudios han señalado que las técnicas moleculares poseen una mayor 
sensibilidad que las microscópicas para la detección de Cryptosporidium spp, un elevado 
porcentaje de muestras positivas a la microscopía resultaron negativas con PCR (5,8% en 
terneros, 18,9% en corderos y 12,2% en cabritos). No obstante, en general, las muestras 
negativas a PCR presentaban, mediante técnicas microscópicas, un reducido número de 
ooquistes, lo que sugiere, al menos, una recuperación deficiente de ooquistes a partir de las 
heces o de ADN en la fase de extracción. En pequeños rumiantes, estos hallazgos también 
pueden estar asociados a una cantidad de muestra insuficiente o al procedimiento empleado 
para analizar las muestras fecales. Varios autores ya han observado esta menor sensibilidad 
de la PCR en muestras que presentaban pocos ooquistes (Castro-Hermida et al., 2007; 
Hamnes et al., 2007). En este sentido, Fayer et al. (2007) y Mueller-Doblies et al. (2008) 
señalaron que, en la mayoría de las muestras que contenían menos de 10 ooquistes por 
gramo de heces, no se conseguía amplificar el ADN.  
 




Figura 4.2. Amplificación de un fragmento de aproximadamente 850 pb del gen de la SSU rRNA 
 
Para la identificación de las especies/genotipos del parásito, se realizó el análisis de los 
fragmentos de restricción obtenidos a partir de los productos de PCR del gen SSU rRNA, 
utilizando las enzimas SspI, VspI y MboII. Así, en los rumiantes domésticos gallegos se 
observaron cuatro patrones de bandas diferentes (Figura 4.3; Tabla 4.4), que permitieron 
identificar las siguientes especies del protozoo: C. bovis, C. parvum, C. ubiquitum y C. 
xiaoi (Tabla 4.5). De todos modos, es necesario señalar que no se puede descartar la 
presencia de otras especies de Cryptosporidium, ya que las técnicas basadas en la PCR de 
un fragmento del gen de la SSU rRNA amplifican de forma selectiva la especie dominante 
en la muestra (Cama et al. 2006; Feng et al. 2007). 
 
Tabla 4.4. Tamaño de los fragmentos de restricción para las cuatro especies de Cryptosporidium 
identificadas al considerar la enzima de restricción (Feng et al., 2007; Xiao y Ryan, 2008) 
 SspI VspI MboII 
C. bovis 432,267,103,34 617,115,104 412,185,162,76 
C. parvum 450,267,108,12,11 629,115,104 771,76 
C. ubiquitum 454,384,11 461,169,115,104 - 
C. xiaoi 413,267,103,34,19 617,115,104 412,185,162,76 
 
De todos modos, para confirmar los resultados obtenidos en la PCR-RFLP, se 
secuenció un número representativo de aislados de cada una de las especies cuyo patrón de 
restricción fue diferente al de C. parvum, comparándolas con las incluidas en la base de 
datos del NCBI (National Center for Biotechnology Information). Debido a la gran 
similitud en el patrón de bandas mostrado por C. bovis y C. xiaoi con las tres 
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endonucleasas (Tabla 4.4), en los aislados donde la infección no fue mixta, la 
identificación se realizó mediante el análisis de la secuencia amplificada. En los casos de 
infecciones mixtas con C. parvum, y debido a la marcada especificidad de hospedador que 
muestran estas dos especies, las halladas en terneros se identificaron como C. bovis, y las 
detectadas en cabritos como C. xiaoi. 
 
Tabla 4.5. Prevalencia individual y por granja de las diferentes especies de Cryptosporidium 
identificadas mediante PCR-RFLP del gen SSU rRNA 
 Especie Nº Acceso Prev. Individual Prev. Granja 
Vacuno C. parvum KF830259 162/162 (100%) 111/114 (97,4%) 
 C. bovis - 2/162 (1,2%) 2/114 (1,8%) 
Ovino C. parvum KF830259 32/43 (74,4%) 12/20 (60,0%) 
 C. ubiquitum KC608029 11/43 (25,6%) 7/20 (35,0%) 
Caprino C. parvum KF830259 61/65 (93,8%) 13/15 (86,7%) 
 C. xiaoi JQ413443 5/65 (7,7%) 4/15 (26,7%) 
 
En las tres especies de rumiantes domésticos se comprobó que C. parvum era la 
especie más prevalente, tanto a nivel individual como a nivel de explotación (Tabla 4.5); 
esta especie se ha considerado, junto a C. hominis, responsable de la mayoría de los brotes 
de criptosporidiosis en humanos (Xiao, 2010). Teniendo en cuenta los elevados porcentajes 
de infección observados, los terneros, corderos y cabritos menores de un mes en Galicia, 
poseen una gran importancia como portadores y diseminadores de especies del parásito con 
potencial zoonótico, por lo que las personas que tengan un gran contacto con estos 
animales deberían tomar precauciones para evitar adquirir y/o diseminar la infección. 
Además, los resultados de este trabajo también confirman el reducido grado de 
especificidad que tiene C. parvum respecto a sus hospedadores.  
 
En el presente estudio, C. ubiquitum se identificó únicamente en corderos; aunque en 
la mayoría de los estudios esta especie es más frecuente en ganado ovino, también se ha 
detectado en una gran variedad de mamíferos, incluido el hombre (Ryan et al., 2005, 
Santín y Fayer, 2007; Shen et al., 2011; Chalmers y Katzer, 2013). Sin embargo, hasta el 
momento, todavía no se conoce completamente su distribución y rango de hospedadores 
(Fayer et al., 2010a). Según Šlapeta (2013), C. ubiquitum no supone un riesgo para la 
Salud Pública; sin embargo, se ha identificado como causa de brotes esporádicos en 
humanos, sobre todo en países desarrollados, por lo que algunos autores consideran que es 
un patógeno emergente para el ser humano.   













Línea 1: C.xiaoi; Líneas 2 y 3: C. parvum; Línea 4: infección mixta C. xiaoi-C. parvum 
 
Figura 4.3. Análisis de restricción de las especies de Cryptosporidium identificadas en rumiantes 
domésticos de Galicia con las enzimas SspI (a), VspI (b) y MboII (c).   
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Aunque se ha sugerido una transmisión antroponótica (Fayer et al., 2010b), los casos 
en humanos se han relacionado principalmente con el consumo de agua contaminada con 
ooquistes de origen animal (Chalmers y Katzer, 2013).  
 
Por último, C. xiaoi y C. bovis se identificaron en cabritos y en terneros, 
respectivamente; estas especies presentan un rango de hospedadores mucho más reducido 
y, por lo tanto, no se consideran zoonóticas (Šlapeta, 2013).  
 
En terneros, en todos los aislados que se caracterizaron molecularmente, se identificó 
C. parvum (Tabla 4.5). Únicamente en dos animales, pertenecientes a dos explotaciones 
diferentes, se detectó una infección mixta por C. parvum y C. bovis. Nuestros resultados 
demuestran que C. parvum es la especie predominante en terneros gallegos con procesos 
diarreicos, lo que coincide con un estudio realizado en el norte de España por Quílez et al. 
(2008a), donde el 98,7% (147/149) de las muestras procedentes de terneros, menores de 21 
días, con diarrea estaban infectados por esta especie. En este sentido, los resultados de un 
gran número de estudios sugieren la existencia de una relación entre la edad y la presencia 
de determinadas especies de Cryptosporidium en el ganado vacuno. Así, los terneros sin 
destetar están más predispuestos a la infección por C. parvum, que es la principal especie 
responsable de la aparición de importantes brotes de diarrea neonatal, mientras que otras 
especies, como C. bovis, sólo tendrían un papel secundario en estos animales (Santín et al. 
2004, 2008; Kváč et al., 2006, Fayer et al., 2008; Quílez et al. 2008a; Santín y Trout, 
2008; Rieux et al., 2014). Por el contrario, los animales de más edad están infectados por 
especies más adaptadas al ganado vacuno: en terneros destetados y novillas predominan C. 
bovis y C. ryanae, mientras que C. andersoni es la especie más prevalente en animales 
adultos (Santín et al., 2004; Santín y Trout, 2008; Fayer et al., 2010a; Smith et al., 2014).  
 
C. bovis sólo se identificó en dos muestras, conjuntamente con C. parvum; al aparecer 
únicamente en infecciones mixtas, y al no ser la especie dominante, no se pudo realizar el 
análisis de la secuencia. Varios estudios consideran esta especie poco patógena, por lo que 
sus infecciones suelen ser asintomáticas (Silverlås et al., 2010a, 2010b).  
 
En ganado ovino, la digestión de las 43 muestras positivas por PCR con las enzimas 
SspI, VspI y MboII generó patrones de restricción (Tabla 4.5) característicos de C. parvum 
(74,4%) y C. ubiquitum (25,6%); siendo ésta la primera denuncia de C. ubiquitum en 
corderos en España. Tras la secuenciación de los aislados identificados como C. ubiquitum, 
se detectaron tres tipos diferentes de secuencias (Figura 4.4). En cinco aislados 
pertenecientes a dos granjas, las secuencias fueron idénticas a la del subtipo 1 (AF442484). 
Dos aislados, pertenecientes a otras dos granjas, presentaron una homología del 99% con el 
subtipo 2 de C. ubiquitum (EF362480), al mostrar una transición de un nucleótido (G por 
A) en la posición 396; un aislado de otra explotación presentó el mismo polimorfismo de 
un solo nucleótido (SNP), junto con una delección del trinucleótido AAT. 
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            ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  
L291        TACGGATCAC ATTTATATGT GACATATCAT TCAAGTTTCT GACCTATCAG CTTTAGACGG TAGGGTATTG GCCTACCGTG   
EF362480.1  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
L1          .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
L43         .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
 
                     90        100        110        120        130        140        150        160                
            ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  
L291        GCAATGACGG GTAACGGGGA ATTAGGGTTC GATTCCGGAG AGGGAGCCTG AGAAACGGCT ACCACATCTA AGGAAGGCAG   
EF362480.1  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
L1          .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
L43         .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
 
                    170        180        190        200        210        220        230        240               
            ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  
L291        CAGGCGCGCA AATTACCCAA TCCTAATACA GGGAGGTAGT GACAAGAAAT AACAATACAG GACTTTAAAT AGTTTTGTAA   
EF362480.1  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
L1          .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
L43         .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
 
                    250        260        270        280        290        300        310        320               
            ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  
L291        TTGGAATGAG TTAAGTATAA ACCCCTTTAC AAGTATCAAT TGGAGGGCAA GTCTGGTGCC AGCAGCCGCG GTAATTCCAG   
EF362480.1  .......... ..G....... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
L1          .......... ..G....... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
L43         .......... ..G....... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
 
                    330        340        350        360        370        380        390        400               
            ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  
L291        CTCCAATAGC GTATATTAAA GTTGTTGCAG TTAAAAAGCT CGTAGTTGGA TTTCTGTTAA TAATTTATAT ATAATATTTT   
EF362480.1  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
L1          .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... .....G....   
L43         .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..---G....   
 
                    410        420        430        440        450        460        470        480               
            ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  
L291        ATTAATATTT ATATAGTATT AACATAATTC ATATTACTAT ATTTTATAGT ATATGAAATT TTACTTTGAG AAAATTAGAG   
EF362480.1  .......... .......... .......... .......... --........ .......... .......... ..........   
L1          .......... .......... .......... .......... --........ .......... .......... ..........   
L43         .......... .......... .......... .......... --........ .......... .......... ..........   
 
                    490        500        510        520        530        540        550        560               
            ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  
L291        TGCTTAAAGC AGGCATTAGC CTTGAATACT CCAGCATGGA ATAATATAAA AGATTTTTAT CTTTTTTATT GGTTCTAAGA   
EF362480.1  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
L1          .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
L43         .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
 
                    570        580        590        600        610        620        630        640               
            ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  
L291        TAAAAATAAT GATTAATAGG GACAGTTGGG GGCATTTGTA TTTAACAGTC AGAGGTGAAA TTCTTAGATT TGTTAAAGAC   
EF362480.1  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
L1          .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
L43         .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
 
                    650        660        670        680        690        700        710                     
            ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|.. 
L291        AAACTAGTGC GAAAGCATTT GCCAAGGATG TTTTCATTAA TCAAGAACGA AAGTTAGGGG ATCGAAGACG ATCAGAT  
EF362480.1  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......  
L1          .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......  
L43         .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......  
 
Figura 4.4. Alineamiento de secuencias de ADN de los productos de PCR del gen SSU rRNA de diversos 
aislados representativos de C. ubiquitum identificados en corderos. Los puntos indican nucleótidos 
idénticos a los del aislado L291 y los guiones señalan delecciones. Las mutaciones de nucleótidos con 
respecto a dicho aislado se indican en rojo. L291 (subtipo 1 de C. ubiquitum); EF362480, L1 y L43 
(subtipo 2 de C. ubiquitum). 
 
C. parvum fue la más especie más prevalente en las granjas de ovino y se detectó en el 
32,4% (12/37) del total de los rebaños de ovejas, mientras que C. ubiquitum se identificó 
en el 18,9% (7/37). Cabe destacar la ausencia de C. xiaoi en las muestras analizadas, 
puesto que diversos autores (Soltane et al., 2007; Sweeny et al., 2011) la consideran la 
especie más frecuente en corderos sin destetar pero que no padecían diarrea neonatal. En 
todas las granjas donde se analizaron dos o más muestras se identificó una única especie 
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del protozoo, excepto en dos explotaciones en las que se identificaron C. parvum y C. 
ubiquitum. En una de ellas, localizada en el ayuntamiento de Friol (Lugo), se identificaron 
las dos especies en el mismo brote. Por el contrario, en un rebaño de Castroverde (Lugo), 
C. ubiquitum se detectó en un brote de diarrea neonatal en febrero de 2009 y C. parvum en 
otro brote en diciembre de ese mismo año. 
 
Los resultados obtenidos en el presente estudio indican que C. parvum y C. ubiquitum 
están implicados en la etiología de los procesos diarreicos de los corderos neonatos en 
Galicia, aunque, como en el caso del ganado vacuno, no se puede descartar la implicación 
de otros enteropatógenos. Estos datos contrastan con los resultados obtenidos en los 
estudios realizados en ganado ovino en España. Así, en Aragón, C. parvum fue la única 
especie identificada en 139 aislados procedentes de corderos, menores de 3 semanas, que 
tenían diarrea (Quílez et al. 2008b), mientras que en corderos y ovejas adultas de Galicia, 
Castro-Hermida et al. (2011) comprobaron que todos los aislados caracterizados 
molecularmente (27) pertenecían a esta especie.  
 
Los estudios moleculares realizados en ganado ovino todavía no han permitido 
establecer una relación evidente entre la edad y la aparición de diferentes especies de 
Cryptosporidium. Nuestros resultados coinciden con los señalados en la mayoría de los 
trabajos realizados en ganado ovino de Europa, donde C. parvum es la especie 
predominante en los corderos sin destetar (McLauchlin et al., 2000; Leoni et al., 2007; 
Pritchard et al., 2007, 2008; Mueller-Doblies et al., 2008; Paoletti et al., 2009; Smith et al., 
2010; Castro-Hermida et al., 2011), estando muy relacionada (83-100%) con la presencia 
de brotes de diarrea neonatal en granjas de ovejas (Quílez et al., 2008b; Cacciò et al., 
2013; Imre et al., 2013). Sin embargo, otras investigaciones señalan a otras especies de 
Cryptosporidium como las más frecuentes en corderos. Así, C. ubiquitum fue la especie 
predominante en ovinos sin destetar de Australia (Ryan et al. 2005), Bélgica (Geurden et 
al., 2008), China (Wang et al., 2010; Shen et al., 2011), Estados Unidos (Santín et al. 
2007) o Reino Unido (Elwin y Chalmers, 2008), mientras que C. xiaoi lo fue en Australia 
(Sweeny et al., 2011) y Túnez (Soltane et al., 2007). Sin embargo, Yang et al. (2009) 
sugieren que el fallo en la detección de C. parvum en ganado ovino puede deberse a la 
utilización de técnicas moleculares que amplifican parte del gen del SSU rRNA y que el 
empleo de técnicas de PCR en tiempo real, empleando cebadores específicos para esta 
especie, permitiría detectar la prevalencia real de C. parvum. 
 
El análisis RFLP de los 65 aislados de cabritos positivos a PCR evidenció la presencia 
de dos especies de Cryptosporidium, C. parvum (61/65; 93,8%) y C. xiaoi (4/65; 6,2%); 
siendo ésta la primera cita de C. xiaoi en cabritos procedentes de granjas españolas. Cabe 
destacar la ausencia de C. ubiquitum en las muestras de los cabritos, ya que esta especie la 
habíamos hallado en los corderos y, en Galicia, son frecuentes las explotaciones mixtas de 
ganado ovino y caprino (Lago et al., 2012). Además, C. ubiquitum fue predominante en 
cabritos sin destetar en China (Wang et al., 2014). 
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          ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  
L138      CCAATATTTT TGGTGACTCA TAATAACTTT ACGGATCACA TTATGTGACA TATCATTCAA GTTTCTGACC TATCAGCTTT   
L268      ---------- -------... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
GU014552  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
GU174541  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
 
                   90        100        110        120        130        140        150        160                
          ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  
L138      AGACGGTAGG GTATTGGCCT ACCGTGGCTA TGACGGGTAA CGGGGAATTA GGGTTCGATT CCGGAGAGGG AGCCTGAGAA   
L268      .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
GU014552  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
GU174541  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
 
                  170        180        190        200        210        220        230        240               
          ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  
L138      ACGGCTACCA CATCTAAGGA AGGCAGCAGG CGCGCAAATT ACCCAATCCT AATACAGGGA GGTAGTGACA AGAAATAACA   
L268      .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
GU014552  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
GU174541  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
 
                  250        260        270        280        290        300        310        320               
          ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  
L138      ATACAGAACC TTACGGTTTT GTAATTGGAA TGAGTTAAGT ATAAACCCCT TAACAAGTAT CAATTGGAGG GCAAGTCTGG   
L268      .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
GU014552  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
GU174541  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
 
                  330        340        350        360        370        380        390        400               
          ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  
L138      TGCCAGCAGC CGCGGTAATT CCAGCTCCAA TAGCGTATAT TAAAGTTGTT GCAGTTAAAA AGCTCGTAGT TAATCTTCTG   
L268      .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
GU014552  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
GU174541  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
 
                  410        420        430        440        450        460        470        480               
          ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  
L138      TTAATTTTTA TATATAATAT CTCGATATTT ATATAATATT AACATAATTC ATATTACTTT TTAGTATATG AAACTTTACT   
L268      .......... .......... .A........ .......... .......... .......... .......... ..........   
GU014552  .......... .......... .A........ .......... .......... .......... .......... ..........   
GU174541  .......... .......... .A........ .......... .......... .......... .......... ..........   
 
                  490        500        510        520        530        540        550        560               
          ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  
L138      TTGAGAAAAT TAGAGTGCTT AAAGCAGGCT ATTGCCTTGA ATACTCCAGC ATGGAATAAT ATTAAGGATT TTTATTCTTC   
L268      .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
GU014552  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
GU174541  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
 
                  570        580        590        600        610        620        630        640               
          ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  
L138      TTATTGGTTC TAGAATAAAA ATGATGATTA ATAGGAACAG TTGGGGGCAT TTGTATTTAA CAGTCAGAGG TGAAATTCTT   
L268      .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
GU014552  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
GU174541  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
 
                  650        660        670        680        690        700        710        720               
          ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  
L138      AGATTTGTTA AAGACAAACT ACTGCGAAAG CATTTGCCAA GGATGTTTTC ATTAATCAAG AACGAAAGTT AGGGGATCGA   
L268      .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
GU014552  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
GU174541  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
 
                  730        740        750        760        770        780        790               
          ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| .. 
L138      AGACGATCAG ATACCGTCGT AGTCTTAACC ATAAACTATG CCAACTAGAG ATTGGAGGTT GTTCCTTACT CC  
L268      .......... .......... .......... .....----- ---------- ---------- ---------- --  
GU014552  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..  
GU174541  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... T.  
 
 
Figura 4.5. Alineamiento de secuencias de ADN de los productos de PCR del gen SSU rRNA de diversos 
aislados representativos de C. xiaoi identificados en cabritos. Los puntos indican nucleótidos idénticos 
a los del aislado L138 y los guiones señalan delecciones. Las mutaciones de nucleótidos con respecto a 
dicho aislado se indican en rojo. GU014552: C. xiaoi procedente de una oveja en China. GU174541: C. 
xiaoi procedente de una cabra en China. 
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Dos aislados identificados como C. xiaoi se secuenciaron para el gen SSU rRNA, 
originando secuencias que mostraron una homología del 99,88% (812pb/813pb) con 
respecto a las de C. xiaoi incluidas en el GenBank. De este modo, y como se muestra en la 
Figura 4.5, nuestros aislados mostraron una transversión de un solo nucleótido en 
comparación con diferentes aislados de C. xiaoi obtenidos a partir de muestras de ovinos 
de Noruega, China y Estados Unidos (números de acceso GQ337963, GU014552, 
FJ896051), y dos mutaciones con respecto a la secuencia GU174541 de C. xiaoi 
procedente de una cabra en China (Fayer y Santín, 2009; Wang et al., 2010, Robertson et 
al., 2010; Liu et al., no publicado). Debido a las similitudes observadas en las secuencias 
de C. xiaoi y C. bovis para el gen SSU rRNA, las muestras se analizaron para el gen de la 
actina (Ng et al., 2006).  
 
El análisis de la secuencia del gen de la actina reveló una homología del 99,88% 
(852pb/853pb) con respecto a los aislados de C. xiaoi obtenidos en ovejas de Noruega 
(GQ337964; Robertson et al., 2010) y de Estados Unidos (FJ896042; Fayer y Santín, 
2009), observándose una transición (A por G) en la posición 671. Por el contrario, nuestros 
aislados mostraron una variación de 18 pb con respecto al aislado AY741307 de C. bovis 
(Fayer et al., 2005). Las secuencias de C. xiaoi identificadas en el presente estudio se 
depositaron en el GenBank con los números de acceso GU553016 y GU553017. 
 
Al igual que en las granjas de vacuno y ovino, C. parvum fue la especie más 
prevalente en los rebaños de ganado caprino, con una prevalencia total de 56,5% (13/23). 
C. xiaoi únicamente se halló en el 13,0% (3/23) de las explotaciones de cabras estudiadas. 
En el 93,3% (14/15) de las granjas positivas a PCR solo se hallaron infecciones por una 
especie de Cryptosporidium.  
 
Además, en un rebaño (6,7%; 1/15) del ayuntamiento de Tomiño (Pontevedra) se 
identificaron C. parvum y C. xiaoi en muestras de dos cabritos pertenecientes a un mismo 
brote de diarrea neonatal. 
 
La gran mayoría de los aislados procedentes de los cabritos con diarrea pertenecieron 
a la especie C. parvum, que es la especie identificada con mayor frecuencia en el ganado 
caprino a nivel mundial; de hecho es la única especie detectada en cabras en varias 
investigaciones llevadas a cabo en Bélgica, España, Italia, Francia, Reino Unido, 
República Checa, Sri Lanka y Zambia (Cacciò et al., 2000; Noordeen et al., 2002; 
Chalmers et al., 2002; Hajdušek et al., 2004; Ngouanesavanh et al., 2006; Goma et al., 
2007; Geurden et al., 2008; Quílez et al., 2008b; Drumo et al., 2012; Maurya et al., 2013). 
Al igual que en las otras especies de rumiantes, nuestros resultados demuestran que C. 
parvum es la especie implicada con mayor frecuencia en la aparición de criptosporidiosis 
clínica en cabritos; en este sentido, Quílez et al (2008b), en Aragón, únicamente identificó 
C. parvum en 17 cabritos, menores de 3 semanas, que tenían diarrea. 
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C. xiaoi se describió inicialmente como el genotipo C. bovis-like en una cabra 
(Karanis et al., 2007) y en un yak (Feng et al., 2007) en China, pero la mayoría de las 
infecciones naturales con esta especie se han denunciado en ganado ovino, lo que 
probablemente sea consecuencia del análisis de un mayor número de aislados (Fayer y 
Santín, 2009). Nuestros resultados demuestran que las cabras domésticas son hospedadores 
de C. xiaoi; hasta la fecha, sólo se ha denunciado la presencia de esta especie en ganado 
caprino de China, Francia y Papúa Nueva Guinea (Karanis et al., 2007; Rieux et al., 2013; 
Koinari et al., 2014; Wang et al., 2014). En todos estos estudios, hay que destacar la 
ausencia de sintomatología clínica en los animales infectados con C. xiaoi. Sin embargo, 
nuestros resultados sugieren que esta especie puede estar implicada en los brotes de diarrea 
neonatal en granjas de ganado caprino, si se tiene en cuenta el papel enteropatogénico de 
este protozoo. En este sentido, Navarro-i-Martínez et al. (2007) identificaron esta especie 
en un cordero de 8 días de edad procedente de España que murió tras presentar una diarrea 
aguda acompañada de una brusca pérdida de peso. De todos modos, y como ya indicamos 
anteriormente, hay que considerar que este síndrome clínico no se puede atribuir 
exclusivamente a Cryptosporidium, ya que como indicamos anteriormente, no se 
comprobó la existencia de infecciones bacterianas y víricas concurrentes.  
 
Hasta la fecha, el reducido número de estudios moleculares sobre Cryptosporidium en 
ganado caprino, generalmente limitados a un escaso número de aislados (nunca superior a 
44), dificulta notablemente la investigación de la posible relación entre la edad y la 
presencia de determinadas especies de Cryptosporidium. En ganado caprino de China, 
Wang et al. (2010) observaron que C. ubiquitum estaba presente en todos los grupos de 
edad; por el contrario C. xiaoi solo se identificó en cabritos y en hembras gestantes. En el 
mismo sentido, Rieux et al. (2013) apreciaron que la mayoría (18/19) de los cabritos sin 
destetar eliminaban ooquistes de C. xiaoi. Estos resultados sugieren una posible 




4.2.2. Análisis subgenotípico 
El análisis de la secuencia de la gp60 permitió identificar 10 subtipos de C. parvum en 
los rumiantes domésticos de Galicia (Tabla 4.6), pertenecientes a las familias alélicas 
zoonóticas IIa (9) y IId (1); todos los aislados de C. parvum pertenecían a subtipos 
previamente identificados en humanos y por tanto, con potencial zoonótico (Soba y Logar, 
2008; Plutzer y Karanis, 2009; Iqbal et al., 2011). Diversos estudios reconocen que la 
familia IIa es la familia zoonótica que tiene una distribución geográfica más amplia 
(Plutzer y Karanis, 2009; Xiao, 2010). Por el contrario, la difusión de la familia IId es más 
reducida, aunque se ha detectado en aislados de Cryptosporidium procedentes de humanos, 
ganado vacuno, ovino, caprino y muestras de agua (Alves et al., 2003, 2006; Peng et al., 
2003; Stantic-Pavlinic et al., 2003; Abe et al., 2006; Trotz-Williams et al., 2006; Xiao et 
al., 2007), siendo más frecuente en pequeños rumiantes (Geurden et al., 2008; Quílez et 
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al., 2008b; Xiao, 2010; Yang et al., 2014).  
 
Tabla 4.6. Subtipos gp60 de C. parvum identificados en rumiantes domésticos de Galicia 
 Terneros Corderos Cabritos Nº aislados identificados 
IIaA11G2R1 X   2 
IIaA13G1R1 X X X 9 
IIaA13G2R1 X   2 
IIaA14G2R1  X X 2 
IIaA15G2R1 X X X 177 
IIaA16G1R1 X   1 
IIaA16G2R1 X   3 
IIaA16G3R1 X X X 40 
IIaA18G3R1 X   4 
IIdA17G1   X 3 
 
La diversidad genética de los aislados de C. parvum procedentes de ganado vacuno (8 
subtipos diferentes) fue mayor que los procedentes de ganado caprino (5) u ovino (4), 
aunque estos resultados pueden deberse al menor número de aislados de C. parvum 
caracterizados en los pequeños rumiantes. Únicamente se han hallado tres subtipos 
comunes a todas las especies de rumiantes estudiadas: IIaA13G1R1, IIaA15G2R1 y 
IIaA16G3R1 (Tabla 4.6). Algunos subtipos se hallaron sólo en terneros (IIaA11G2R1, 
IIaA13G2R1, IIaA16G1R1, IIaA16G2R1 y IIaA18G3R1) o en cabritos (IIdA17G1). 
 
En ganado vacuno, la PCR del gen gp60 permitió obtener un amplicón del tamaño 
esperado en todas las muestras identificadas como C. parvum (162/162) tras el análisis 
PCR-RFLP del gen SSUrRNA. El análisis de secuenciación de estos aislados permitió 
obtener secuencias legibles en 159. Estos resultados confirman la elevada prevalencia de 
C. parvum en los terneros de nuestra Comunidad Autónoma, puesto que el protocolo 
empleado para el gen gp60, utilizando los cebadores descritos por Alves et al. (2003), solo 
permite amplificar ADN de C. parvum o de otras especies del protozoo estrechamente 
relacionadas (como C. hominis o C. meleagridis); esta técnica resulta negativa para otras 
especies comunes en el ganado vacuno como C. bovis, C. ryanae o C. andersoni. 
 
Las secuencias se alinearon y se compararon con las de referencia depositadas en el 
GenBank, lo que permitió identificar 8 subtipos diferentes (Tabla 4.7) pertenecientes a la 
familia alélica IIa (159/159) de C. parvum, considerada como la principal familia 
zoonótica de esta especie en ganado vacuno. Además, los trabajos sobre la variación 
intraespecífica de C. parvum para el gen gp60 han demostrado que los subtipos 
pertenecientes a esta familia IIa son los más prevalentes en los terneros (Xiao, 2010).  
 
También se han identificado otras familias en el ganado vacuno, aunque con menor 
frecuencia; se han detectado subtipos pertenecientes a la familia IId en terneros de Europa, 
Asia y África (Alves et al., 2003, 2006; Misic y Abe, 2007; Plutzer y Karanis, 2007; 
Broglia et al., 2008; Geurden et al., 2008; Quílez et al., 2008a; Amer et al., 2010, 2013; 
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Muhid et al., 2011; Nazemalhosseini-Mojarad et al., 2011; Wang et al., 2011; Helmy et 
al., 2013; Silverlas et al., 2013; Zhang et al., 2013), lo que la convierten en la segunda 
familia alélica más importante y ampliamente distribuida para este marcador en ganado 
vacuno. Por el contrario, las familias IIj y IIl solo se han identificado en un escaso número 
de aislados obtenidos de terneros procedentes de varios países europeos (Misic y Abe, 
2007; Thompson et al., 2007; Soba y Logar, 2008; Wielinga et al., 2008). 
 
Tabla 4.7. Distribución de los subtipos gp60 de C. parvum procedentes de terneros de Galicia 
 Nº aislados Nº explotaciones 
IIaA11G2R1 2/162 1/111 
IIaA13G1R1 3/162 3/111 
IIaA13G2R1 2/162 2/111 
IIaA15G2R1 123/162 90/111 
IIaA16G1R1 1/162 1/111 
IIaA16G2R1 3/162 3/111 
IIaA16G3R1 21/162 14/111 
IIaA18G3R1 4/162 2/111 
 
La familia alélica IIa se ha identificado también en muestras procedentes de casos 
humanos, sobre todo en zonas rurales de países desarrollados de Norteamérica, Europa y 
Australia. Según Xiao (2010), la mayoría de los subtipos gp60 pertenecientes a la familia 
IIa que son comunes en el ganado bovino de estos países, son también subtipos dominantes 
en humanos de esas áreas (Alves et al., 2006; Feltus et al., 2006; Jex et al., 2007, 2008; Ng 
et al., 2008; O’Brien et al., 2008; Soba y Logar, 2008; Waldron et al., 2009; Zintl et al., 
2009). De este modo, se observó que los humanos en Irlanda, Irlanda del Norte y Australia 
se infectaban con los subtipos más comunes en ganado vacuno, siendo el IIaA18G3R1 el 
más prevalente (Jex et al., 2007, 2008; Thompson et al., 2007; Ng et al., 2008; O’Brien et 
al., 2008; Waldron et al., 2009Zintl et al., 2009). 
 
En este estudio se identificaron 8 subtipos gp60 de C. parvum (Tabla 4.7), todos ellos 
descritos previamente en humanos, siendo los más frecuentes el IIaA15G2R1 y el 
IIaA16G3R1. Así, en Galicia, los terneros menores de un mes con diarrea pueden 
considerarse un importante reservorio zoonótico. Estos resultados coinciden con los 
hallados por Quílez et al. (2008a), que encontraron siete subtipos diferentes en terneros del 
norte de España, siendo de nuevo el IIaA15G2R1 el subtipo predominante. Al analizar la 
presencia de más de un subtipo gp60 en aquellas explotaciones donde se identificaron 
varios aislados de C. parvum, se observó que en la mayoría de las granjas aparecía un 
único alelo; únicamente en 5 rebaños se identificaron dos subtipos diferentes. En todos 
estos casos estuvo presente el subtipo IIaA15G2R1, junto con el IIaA16G3R1 (4) y el 
IIaA13G1R1 (1). Por lo general, cada uno de los alelos apareció en un brote de diarrea 
neonatal diferente; sin embargo, en dos de estas granjas, ambos subtipos se identificaron en 
el mismo brote de diarrea neonatal.  
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Una comparativa de nuestros resultados con los señalados en otros estudios realizados 
en ganado bovino, muestra que la heterogeneidad de los aislados de C. parvum para este 
locus en la zona de estudio se puede considerar modesta, y similar a la observada por otros 
autores en Argentina, Bélgica, España, Rumanía o los Estados Unidos, donde se 
identificaron entre 5 y 7 subtipos (Xiao et al., 2007; Geurden et al., 2008; Quílez et al. 
2008a; Imre et al., 2013; Del Coco et al., 2014). Por el contrario, otros estudios realizados 
en Europa han descrito un mayor número de subtipos gp60, alcanzando los 18 (Thompson 
et al., 2007; Wielinga et al., 2008). Aunque estas diferencias pueden deberse a un mayor 
número de aislados identificados, algunos autores defienden que derivan de la política de 
adquisición de animales en un área o país determinado, de modo que la compra de ganado 
facilitaría la introducción de nuevos subtipos del parásito en una explotación (Peng et al., 
2003; Tanriverdi et al., 2006; Xiao et al., 2007; Morrison et al., 2008). 
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               10         20         30         40         50         60         70         80                       
      ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  
B230  TGTTGAGGGC TCATCATCGT CATCGTCATC GTCATCATCA TCATCATCAT CATCATCATC ATCATCATCA TCAACATCAA   
B271  .......... .......... .......... ......---- --........ .......... .......... ..........   
B136  .......... .......... .......... ......---- --........ .......... .......... ..........   
B293  .......... .......... .......... A..------- --........ .......... .......... ..........   
B87   .......... .......... ....---... A..------- --........ .......... .......... ..........   
B306  .......... .......... .......... ---------- --........ .......... .......... ..........   
B160  .......... .......... .......... ---------- --........ ........C. .......... ..........   
B177  .......... .......... .......... ---------- --........ .......... .......... ..........   
B214  .......... .......... ....------ ---------- --G....... .......... .......... ..........   
B146  .......... .......... ....------ ---------- -----..... .......... .......... ..........   
B172  .......... .......... ....------ ---------- -----G.... .......... .......... ---.......   
 
               90        100        110        120        130        140        150        160                
      ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  
B230  CCGTCGCACC AGCAAATAAG GCAAGAACTG GAGAAGACGC AGAAGGCAGT CAAGATTCTA GTGGTACTGA AGCTTCTGGT   
B271  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B136  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... .T........   
B293  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B87   .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B306  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B160  .......... .......... .......... .......... G......... ........C. .......... ..........   
B177  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B214  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B146  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B172  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
 
              170        180        190        200        210        220        230        240               
      ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  
B230  AGCCAGGGTT CTGAAGAGGA AGGTAGTGAA GACGATGGCC AAACTAGTGC TGCTTCCCAA CCCACTACTC CAGCTCAAAG   
B271  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B136  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B293  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B87   .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B306  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B160  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B177  .......... .......... .......... .......... C......... .......... .......... ..........   
B214  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B146  .......... .......... .......... .G........ .......... .......... .......... ..........   
B172  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
 
              250        260        270        280        290        300        310        320               
      ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  
B230  TGAAGGCGCA ACTACCGAAA CCATAGAAGC TACTCCAAAA GAAGAATGCG GCACTTCATT TGTAATGTGG TTCGGAGAAG   
B271  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B136  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B293  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B87   .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B306  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B160  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B177  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B214  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B146  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B172  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
 
              330        340        350        360        370        380        390        400               
      ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  
B230  GTACCCCAGC TGCGACATTG AAGTGTGGTG CCTACACTAT CGTCTATGCA CCTATAAAAG ACCAAACAGA TCCCGCACCA   
B271  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B136  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B293  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B87   .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B306  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B160  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B177  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B214  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B146  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B172  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
 
 
Figura 4.6. Alineamiento de secuencias de ADN de los productos de PCR del gen gp60 de diversos 
aislados representativos de C. parvum identificados en terneros. Los puntos indican nucleótidos 
idénticos a los del aislado B230 y los guiones señalan delecciones. Las mutaciones de nucleótidos con 
respecto a dicho aislado se indican en rojo y la región microsatélite en azul. Subtipos: B230 
(IIaA18G3R1), B271 y B136 (IIaA16G3R1), B293 (IIaA16G2R1), B87 (IIaA16G1R1), B306, B160 y B177 
(IIaA15G2R1), B214 (IIaA13G2R1), B146 (IIaA13G1R1) y B172 (IIaA11G2R1).   
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              410        420        430        440        450        460        470        480               
      ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  
B230  AGATATATCT CTGGTGAAGT TACATCTGTA ACCTTTGAAA AGAGTGATAA TACAGTTAAA ATCAAGGTTA ACGGTCAGGA   
B271  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B136  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B293  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B87   .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B306  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B160  .......... .......... .......... .......... G......... .......... .......... ..........   
B177  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B214  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B146  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B172  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
 
              490        500        510        520        530        540        550        560               
      ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  
B230  TTTCAGCACT CTCTCTGCTA ATTCAAGTAG TCCAACTGAA AATGGCGGAT CTGCGGGTCA GGCTTCATCA AGATCAAGAA   
B271  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B136  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B293  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B87   .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B306  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B160  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B177  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B214  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B146  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B172  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
 
              570        580        590        600        610        620        630        640               
      ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  
B230  GATCACTCTC AGAGGAAACC AGTGAAGCTG CTGCAACCGT CGATTTGTTT GCCTTTACCC TTGATGGTGG TAAAAGAATT   
B271  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B136  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B293  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B87   .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B306  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B160  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B177  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B214  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B146  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B172  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
 
              650        660        670        680        690        700        710        720               
      ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  
B230  GAAGTGGCTG TACCAAACGT CGAAGATGCA TCTAAAAGAG ACAAGTACAG TTTGGTTGCA GACGATAAAC CTTTCTATAC   
B271  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B136  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B293  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B87   .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B306  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B160  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B177  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B214  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B146  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
B172  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
 
              730        740        750        760 
      ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| 
B230  CGGCGCAAAC AGCGGCACTA CCAATGGTGT CTACAGGT 
B271  .......... .......... .......... ........ 
B136  .......... .......... .......... ........ 
B293  .......... .......... .......... ........ 
B87   .......... .......... .......... ........ 
B306  .......... .......... .......... ........ 
B160  .......... .......... .......... ........ 
B177  .......... .......... .......... ........ 
B214  .......... .......... .......... ........ 
B146  .......... .......... .......... ........ 
B172  .......... .......... .......... ........ 
 
Figura 4.6. (Continuación) 
 
La mayoría de los subtipos identificados en terneros mostraron una homología del 
100% con los aislados de referencia de animales o humanos depositados en el GenBank, a 
excepción de un aislado del subtipo IIaA16G3R1 (B136) y dos del IIaA15G2R1 (B160 y 
B177), que presentaron mutaciones en la región no microsatélite del gen (Figura 4.6). Así, 
el aislado B136 mostró una transversión en la posición 152 (T x G), que se tradujo en un 
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cambio en el aminoácido codificado (alanina a serina). Por su parte, el aislado B177 
presentó otra transversión (C x A) en la posición 201, aunque no generó cambios en el 
aminoácido codificado (prolina). El aislado B160 mostró 4 transiciones (Figura 4.6), 
aunque una de ellas se localizó en la región microsatélite (C x T en la posición 59), lo que 
supuso un cambio de serina a prolina; otra transición (G x A) en la posición 441 también 
generó un cambio en la codificación del aminoácido (de arginina a lisina). Las otras dos 
mutaciones (posiciones 121 y 139) no generaron cambios en el aminoácido codificado 
(alanina y serina, respectivamente). 
 
Los tres aislados pertenecientes al subtipo IIaA13G1R1 fueron identificados como un 
nuevo subtipo no descrito en la bibliografía en ese momento, y su secuencia fue depositada 
en el GenBank con el número de acceso GU111578. Cabe destacar la presencia de una 
transición (G en vez de A) en la posición 192 (Figura 4.6). Esta mutación da lugar a un 
cambio en el aminoácido codificado, que pasa de ácido aspártico a Glicina. 
 
El análisis subgenotípico confirmó que el alelo IIaA15G2R1 fue el más prevalente y 
ampliamente distribuido en los terneros, puesto que se identificó en el 80,4% de las granjas 
de ganado vacuno positivas a C. parvum. Este subtipo está considerado como uno de los 
principales subtipos responsables de criptosporidiosis en humanos (Glaberman et al., 2002; 
Chalmers et al. 2005; Sulaiman et al., 2005; Alves et al., 2006) y una de las variantes 
genéticas de C. parvum más prevalentes en terneros de Europa y Norte América (Peng et 
al., 2003; Alves et al., 2006; Trotz-Williams et al., 2006; Geurden et al., 2007; Xiao et al., 
2007; Broglia et al., 2008; O’Brien et al., 2008; Quílez et al., 2008a; Wielinga et al., 2008; 
Brook et al., 2009). Por ello, estos animales pueden constituir una importante fuente de 
infección para el ser humano. 
 
El segundo subtipo más frecuente de C. parvum fue el IIaA16G3R1, que se detectó en 
el 12,9% y 12,6% de los aislados y granjas positivas, respectivamente. Este subtipo se 
encuentra también ampliamente distribuido en ganado vacuno, pues se ha identificado en 
Europa (España, Francia, Holanda, Reino Unido), América (Canadá, EE.UU.) o Australia 
(Strong et al., 2000; Peng et al., 2003; Trotz-Williams et al., 2006; Thompson et al., 2007; 
Brook et al., 2008; Ng et al., 2008; Quílez et al., 2008a; Wielinga et al., 2008; Rieux et al., 
2013). Aunque algunos estudios, sobre todo en España y Francia, lo señalan como el 
segundo subtipo de C. parvum más prevalente en terneros (Trotz-Williams et al., 2006; 
Quílez et al., 2008a; Rieux et al., 2013), generalmente su identificación se restringe a unos 
pocos aislados, por lo que su papel zoonótico no parece ser importante. De hecho, su 
participación en casos humanos se reduce a casos esporádicos (Trotz-Williams et al., 2006; 
Zintl et al., 2009). 
 
Nuestros resultados confirman la escasa importancia del subtipo IIaA18G3R1 en 
ganado vacuno de nuestro País, ya que se detectó únicamente en 4 muestras de dos 
explotaciones cercanas entre sí y localizadas en el noreste de Galicia. Estos datos coinciden 
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con los obtenidos por Quílez et al. (2008a) en terneros del norte de España, donde se 
identificó únicamente en 8 aislados de un total de 140; también se observó en un escaso 
número de muestras procedentes de vacuno de Canadá (Trotz-Williams et al., 2006). Sin 
embargo, este subtipo se ha señalado como el más frecuente en ganado vacuno de otros 
países como Irlanda (Thompson et al., 2007) y Australia (Waldron et al., 2011; Ng et al., 
2012; Abeywardena et al., 2013) y uno de los más comunes en bóvidos de Nueva Zelanda 
(Shrestha et al., 2014). Dados los elevados porcentajes de infección por este subtipo en 
humanos de estos países, donde también es el más prevalente (Jex et al., 2008; Zintl et al., 
2009, 2011; Ng et al., 2010, 2012; Waldron et al., 2011), la transmisión zoonótica podría 
ser la responsable de la aparición de brotes esporádicos de criptosporidiosis en humanos en 
estas áreas. 
 
El resto de subtipos (IIaA11G2R1, IIaA13G1R1, IIaA13G2R1, IIaA16G1R1 y 
IIaA16G2R1) fueron claramente minoritarios, ya que cada uno se identificó en menos de 4 
aislados pertenecientes a 1-3 explotaciones (Tabla 4.7); sin embargo, todos ellos poseen 
potencial zoonótico, pues se han detectado previamente en humanos, aunque generalmente 
en un reducido número de aislados (Jex et al., 2008; Soba y Logar, 2008; Zintl et al., 2009, 
2011; Ng et al., 2010; De Chierico et al., 2011; Waldron et al., 2011; Iqbal et al., 2012; Del 
Coco et al., 2014; Koehler et al., 2014; Lassen et al., 2014; Lobo et al., 2014; Valenzuela 
et al., 2014).  
 
Cabe destacar que este trabajo constituye la primera cita mundial del subtipo 
IIaA13G1R1 en ganado vacuno. Su presencia en tres explotaciones pertenecientes a las 
provincias de Pontevedra y Lugo, incluyendo una localizada en una zona de montaña de 
difícil acceso, así como su reciente identificación en corderos, cabritos y jabalíes de 
nuestra Comunidad Autónoma (García-Presedo et al., 2013) sugiere una amplia 
distribución en el noroeste de la Península Ibérica. Por el contrario, el IIaA16G1R1 
presenta una distribución más global, habiéndose identificado en vacuno de América 
(Argentina y Canadá) y Europa del Este (Eslovenia, Estonia, Hungría, República Checa, 
Rumanía), donde es especialmente importante (Trotz-Williams et al., 2006; Plutzer y 
Karanis, 2007; Soba y Logar, 2008; Ondrakova et al., 2009; Kvac et al., 2011; Imre et al., 
2013; Del Coco et al., 2014; Lassen et al., 2014). El resto (IIaA11G2R1, IIaA13G2R1 y 
IIaA16G2R1) se han identificado en un reducido número de bovinos, por lo parecen 
desempeñar un papel poco relevante en la etiología de la criptosporidiosis en terneros 
(Alves et al., 2003, 2006; Wu et al., 2003; Trotz-Williams et al., 2006; Xiao et al., 2007; 
Geurden et al., 2008; Quilez et al., 2008a; Soba y Logar, 2008).  
 
 
En pequeños rumiantes son escasos los estudios previos sobre la variabilidad 
intraespecífica de C. parvum y, en general, se han realizado utilizando un reducido número 
de muestras. Hasta el momento únicamente se han subtipado, para el gen gp60, 199 
aislados de C. parvum procedentes de ganado ovino de Europa, Brasil, China y Papúa 
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Nueva Guinea y 30 de caprino de Bélgica, España y Papúa Nueva Guinea (Geurden et al., 
2008; Quílez et al., 2008b; Smith et al., 2010; Cacciò et al., 2013; Connelly et al., 2013; 
Imre et al., 2013; Ye et al., 2013; Koinari et al., 2014; Paz e Silva, 2014; Yang et al., 
2014). En nuestro estudio, la PCR que amplifica un fragmento de ≈850 pb del gen de la 
glicoproteína de 60 kDa (gp60) fue positiva en 29 de las 32 muestras de corderos y en 59 
de las 61 procedentes de cabritos en las que, previamente, habíamos identificado C. 
parvum. Tras el análisis de los resultados de secuenciación, se obtuvieron 26 secuencias 
legibles para el ganado ovino y 58 para el caprino. 
 
La comparación de las secuencias obtenidas con aquellas depositadas en el GenBank, 
reveló que los aislados de C. parvum que infectan al ganado ovino y caprino de Galicia 
presentan una baja diversidad genética, puesto que sólo se detectaron cinco subtipos (Tabla 
4.6); cuatro de ellos (IIaA13G1R1, IIaA14G2R1, IIaA15G2R1 y IIaA16G3R1) 
pertenecieron a la familia alélica IIa y se identificaron en las dos especies de pequeños 
rumiantes estudiadas. Además, en los cabritos, se identificó un único subtipo perteneciente 
a la familia IId (IIdA17G1). Esta la primera vez que se citan los subtipos IIaA13G1R1, 
IIaA14G2R1 y IIaA16G3R1 en ganado ovino y caprino. Debido a que todas las muestras 
procedían de animales con diarrea, estos subtipos deben considerarse patógenos. Estos 
resultados difieren, en general, de los obtenidos en pequeños rumiantes por diferentes 
autores (Geurden et al., 2008; Quílez et al., 2008b; Yang et al., 2014), puesto que en los 
trabajos en los que se subtiparon un número elevado de aislados de C. parvum, 
predominaron los subtipos pertenecientes a la famila IId. A la luz de estos resultados, 
algunos autores sugirieron que cuando en una zona en particular coexisten poblaciones de 
C. parvum pertenecientes a las familias IIa y IId, los subtipos IIa son más frecuentes en 
ganado vacuno y los IId en pequeños rumiantes (Quílez et al., 2008a, b; Xiao, 2010). 
 
Tabla 4.8. Distribución de los subtipos gp60 de C. parvum procedentes de corderos de Galicia 
 Nº aislados Nº explotaciones 
IIaA13G1R1 1/26 1 
IIaA14G2R1 1/26 1 
IIaA15G2R1 16/26 6 
IIaA16G3R1 8/26 2 
 
Así, en España nuestros resultados contrastan con los observados en Aragón (Quílez et 
al., 2008b) en granjas de pequeños rumiantes en los que hubo brotes de diarrea neonatal, 
ya que hallaron un claro predominio de subtipos gp60 pertenecientes a la familia alélica IId 
de C. parvum (98%). Estos autores hallaron una mayor variabilidad genética en los 
aislados de C. parvum procedentes de corderos, pues detectaron 11 subtipos diferentes, 
aunque el número de aislados identificados fue muy superior (137) al del presente estudio. 
Por el contrario, la variabilidad genética de C. parvum en ganado caprino de Aragón fue 
similar a la de los cabritos gallegos, pues se observaron 4 subtipos de la familia IId, aunque 
se debe destacar que sólo se caracterizaron 17 aislados (Quílez et al., 2008b). Las 
marcadas diferencias en la diversidad e identidad de los subtipos de C. parvum en ganado 
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ovino y caprino en España, podrían estar relacionadas con las prácticas de manejo. Así, la 
presencia casi exclusiva de subtipos de la familia IIa en las tres especies de rumiantes 
domésticos de Galicia podría asociarse con el manejo tradicional de estos animales, que a 
veces comparten pastos e incluso instalaciones con el ganado vacuno, puesto que a veces 
comparten pastos e incluso instalaciones. Además, debido al menor grado de 
profesionalización y especialización de las explotaciones de ganado ovino y caprino en 
nuestra Comunidad, pueden favorecer la aparición y diseminación de brotes de 
criptosporidiosis. De todos modos, estas diferencias deberían estudiarse con mayor 
profundidad. 
 
Tabla 4.9. Distribución de los subtipos gp60 de C. parvum procedentes de cabritos de Galicia 
 Nº aislados Nº explotaciones 
IIaA13G1R1 5/58 4 
IIaA14G2R1 1/58 1 
IIaA15G2R1 38/58 8 
IIaA16G3R1 11/58 1 
IIdA17G1 3/58 2 
 
La mayoría de los subtipos identificados en pequeños rumiantes coinciden totalmente 
con los aislados de referencia procedentes de animales o humanos depositados en el 
GenBank; únicamente 5 aislados pertenecientes a los subtipos IIaA15G2R1 (2 de origen 
ovino –L170 y L173- y 2 caprino –L208 y L302-) y IIaA13G1R1 (L307, de origen ovino) 
mostraron mutaciones con respecto a las secuencias de referencia. Los dos aislados 
IIaA15G2R1 procedentes de corderos presentaron una transición en la zona próxima al 
extremo 3’ de la cadena (Figura 4.7), lo que generó un cambio en el aminoácido codificado 
(treonina en vez de alanina para la muestra L170 y alanina en vez de treonina para la 
L173). El aislado de origen caprino L208 presentó 5 mutaciones, aunque únicamente la 
transversión (A x T) localizada en la posición 635 dio lugar a un cambio en el aminoácido 
codificado (isoleucina por asparagina). La muestra L302, obtenida de un cabrito, mostró 
dos mutaciones, aunque únicamente la transición (G x A) en la posición 136 se tradujo en 
un cambio en el aminoácido codificado (serina por glicina). Por último, el aislado ovino 
L307 presentó una transición (T x C) en la región microsatélite, lo que implica la 
codificación de una leucina en vez de una serina. 
 
En las granjas de pequeños rumiantes, al igual que en las de ganado vacuno, en las que 
previamente se había identificado C. parvum, el subtipo más frecuente y con mayor 
distribución fue el IIaA15G2R1 (Tablas 4.8 y 4.9) presente en el 60% y 50% de los 
rebaños ovinos y caprinos, respectivamente. Estos resultados coinciden con los datos 
obtenidos en diferentes estudios, que señalan que, dentro de la familia IIa, el subtipo 
zoonótico IIaA15G2R1 es el más frecuente en ganado ovino y caprino, mostrando además 
una amplia distribución, pues se ha detectado en Bélgica, Brasil, China, España, Italia, 
Papúa Nueva Guinea, Portugal y Reino Unido (Chalmers et al., 2005; Alves et al., 2006; 
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Geurden et al., 2008; Quílez et al., 2008b; Smith et al., 2010; Cacciò et al., 2013; Ye et al., 
2013; Koinari et al., 2014; Paz e Silva, 2014; Yang et al., 2014). 
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Figura 4.7. Alineamiento de secuencias de ADN de los productos de PCR del gen gp60 de diversos 
aislados representativos de C. parvum identificados en corderos y cabritos. Los puntos indican 
nucleótidos idénticos a los del aislado L237 y los guiones señalan delecciones. Las mutaciones de 
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nucleótidos con respecto a dicho aislado se indican en rojo y la región microsatélite en azul. Subtipos: 
L237 (IIaA16G3R1), L202, L170, L173, L208 y L302 (IIaA15G2R1), L311 (IIaA14G2R1), L190 y L307 
(IIaA13G1R1) y L184 (IIdA17G1). 
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L190_GP60  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
L307_GP60  .......... .......... .......... .......... .......... .......... .......... ..........   
L184_GP60  .T........ ..G..A.... .......... .....A..C. .......... .......... .......... ..........   
 
                   730        740     
           ....|....| ....|....| .... 
L237_GP60  GCAAACAGCG GCACTACCAA TGGT  
L202_GP60  .......... .......... ....  
L170_GP60  .......... .......... ....  
L173_GP60  .......... .......... ....  
L208_GP60  .......... .......... ....  
L302_GP60  .......... .......... ....  
L311_GP60  .......... .......... ....  
L190_GP60  .......... .......... ....  
L307_GP60  .......... .......... ....  
L184_GP60  T....T.... ..G.C..TG. ....  
Figura 4.7. (Continuación) 
 
El resto de subtipos identificados se detectaron en un pequeño número de granjas, 
siempre inferior a 5. Coincidiendo con lo observado en ganado vacuno, el segundo subtipo 
más prevalente en pequeños rumiantes fue el IIaA16G3R1, aunque solo se detectó en tres 
rebaños (2 de ovino y 1 de caprino), siendo esta la primera vez que se cita el subtipo 
IIaA16G3R1 en ganado ovino y caprino. En general, este subtipo no es muy común en el 
ganado vacuno y parece no ser demasiado importante desde el punto de vista zoonótico, ya 
que únicamente se ha identificado en un reducido número de muestras de terneros y en un 
caso de criptosporidiosis humana (Strong et al., 2000; Peng et al., 2003; Trotz-Williams et 
al., 2006; Thompson et al., 2007; Wielinga et al., 2008; Brook et al., 2009). Sin embargo, 
el hallazgo de este subtipo como el segundo alelo más frecuente en ganado vacuno de 
Galicia, así como en terneros en el norte de España (Quílez et al. 2008a) sugiere que podría 
tener una amplia distribución en explotaciones de rumiantes en España. 
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Un hallazgo significativo fue la presencia del nuevo subtipo IIaA13G1R1 en las tres 
especies de rumiantes estudiadas. Nuestros resultados sugieren que la presencia de este 
alelo está restringida a un área geográfica muy limitada, ya que únicamente se ha 
identificado en animales explotados en Galicia. Este subtipo, no fue muy abundante y su 
distribución fue reducida, ya que se detectó en 4 granjas de caprino, 3 de vacuno y 1 de 
ovino. Además, recientemente se ha identificado en jabalíes de Galicia (García-Presedo et 
al., 2013) lo que podría contribuir a su diseminación. Asimismo, se ha comprobado que 
este subtipo posee potencial zoonótico, al haberse identificado en una persona 
inmunodeprimida con criptosporidiosis en Malasia (Iqbal et al., 2012).  
 
El resto de los subtipos hallados en pequeños rumiantes, incluido el perteneciente a la 
familia IId, fueron claramente minoritarios, aunque también poseen potencial zoonótico 
(Plutzer y Karanis, 2009). 
 
Aunque el subtipo IIdA17G1se identificó únicamente en un reducido número de 
aislados procedentes de ganado caprino, Quílez et al. (2008b) comprobaron que era el 
subtipo más frecuente en corderos y cabritos de Aragón. Este subtipo se ha detectado en 
muestras humanas en Portugal (Alves et al., 2006), lo que demuestra su potencial 
zoonótico. 
 
El análisis global de estos resultados revela que la dinámica de la transmisión de la 
criptosporidiosis en las explotaciones de pequeños rumiantes es muy similar a la observada 
en ganado vacuno, puesto que las tres especies comparten los subtipos más prevalentes. De 
esta manera, la notable presencia de subtipos zoonóticos (IIa) comunes en el hombre en las 
explotaciones de ganado vacuno, ovino y caprino de Galicia, permite concluir que los 
rumiantes domésticos de nuestra Comunidad Autónoma constituyen una importante fuente 
de contagio para el hombre, pudiendo jugar un papel importante en la epidemiología de la 
criptosporidiosis humana. 
 
Al analizar la presencia de varios subtipos en aquellas granjas de ganado ovino donde 
se detectaron más de dos aislados de C. parvum, se observó que únicamente en una se 
identificaron dos alelos, aunque en brotes diferentes: en febrero de 2009 se halló el 
IIaA16G3R1 y en enero de 2011 el IIaA15G2R1. Estos resultados ponen de manifiesto la 
utilidad de las técnicas de subtipado para conocer las fuentes de contagio en los brotes de 
criptosporidiosis y refleja el carácter endémico de la infección en las explotaciones de 
ganado ovino, que se corresponde con el sistema de explotación que haya en la zona de 
estudio. Según Torres (2010), en las explotaciones de ovino los partos se producen en 
épocas concretas del año, lo que permite el nacimiento, en un corto período de tiempo, de 
un alto número de animales receptivos al parásito que, en general, están hacinados y por lo 
tanto en estrecho contacto, todo lo cual proporciona las condiciones idóneas para la rápida 
diseminación de un único subtipo de C. parvum que proviene de los primeros corderos que 
se hayan infectado.  
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En ganado caprino, aunque en la mayoría de las granjas se identificó un único subtipo, 
en tres explotaciones se detectaron múltiples subtipos de C parvum, siempre asociados al 
mismo brote de diarrea neonatal. En dos granjas se observaron dos subtipos (IIaA15G2R1 




4.2. ANÁLISIS DE LA VARIABILIDAD GENÉTICA DE C. parvum EN TERNEROS Y 
CORDEROS DE GALICIA MEDIANTE ANÁLISIS MULTILOCUS (ML1, ML2 Y GP60) 
 
Los análisis multilocus que emplean regiones micro y minisatélite se han empleado 
recientemente en el estudio de la estructura de la población y la dinámica de transmisión de 
Cryptosporidium spp. Sin embargo, la diversidad de técnicas empleadas para la 
amplificación e identificación de los alelos, así como la falta de información sobre su 
fiabilidad y tipabilidad ha limitado su empleo para poder comparar los resultados hallados 
en diferentes laboratorios. 
 
 
4.2.1. Análisis de las regiones ML1 y ML2 mediante secuenciación, electroforesis 
capilar y geles de alta resolución 
Para la región microsatélite ML1, la mayor tipabilidad se observó con la electroforesis 
capilar (T= 0,95), seguido por la electroforesis en geles Spreadex® de alta resolución (T= 
0,93) (Tabla 4.10), mientras que, la tipabilidad obtenida con la secuenciación fue la más 
reducida (T= 0,76) debido a que 3 muestras no amplificaron y 7 generaron secuencias 
ilegibles.  
 
Tabla 4.10. Valores de tipabilidad y poder discriminatorio para los tres marcadores empleados y su 
combinación (MLT) 
Marcador Técnica Tipabillidad (positivos) Poder discriminatorio (IC 95%) 
ML1 CE 0.95 (39/41) 0.148 (0.001-0.296) 
 Spreadex 0.93 (38/41) 0.102 (0.000-0.229) 
 Secuenciación 0.76 (31/41) 0.125 (0.000-0.275) 
ML2 CE 0.98 (40/41) 0.810 (0.755-0.866) 
 Spreadex 0.95 (39/41) 0.725 (0.645-0.804) 
gp60 Secuenciación 0.90 (37/41) 0.359 (0.195-0.523) 
MLT  0.90 (37/41) 0.833 (0.773-0.893) 
 
Con la electroforesis capilar (EC) se identificaron 3 alelos para el ML1, cuyos tamaños 
fueron 242 pb, 233 pb y 230 pb (Tabla 4.11; tamaños ajustados). Con las otras dos técnicas 
se identificaron 2 alelos: el primero, de un tamaño de 238 pb, correspondió con el alelo de 
242 pb observado con la EC y su secuencia fue idéntica a la ML1-238 (número de acceso 
en GenBank AJ249582). El segundo, de 226 pb y secuencia idéntica a la ML1-226 
(número de acceso AJ249583), correspondió con el alelo de 230 pb detectado mediante 
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EC. Sin embargo, el fragmento de 233 pb identificado con la EC no pudo compararse con 
los resultados obtenidos mediante secuenciación o electroforesis en geles de alta 
resolución, puesto que resultaron negativos.  
 
Para el marcador ML1, los tamaños de los fragmentos obtenidos con las tres técnicas 
mostraron un alto grado de correlación: se detectaron fragmentos de igual tamaño con la 
secuenciación y la electroforesis en geles de alta resolución, mientras que los tamaños 
obtenidos con la EC fueron siempre 4 pb más largos. Empleando el índice Hunter-Gaston 
se comprobó que el poder discriminatorio para el ML1 fue bajo (< 0,15) 
independientemente de la técnica utilizada (Tabla 4.10).  
 
Para la región microsatélite ML2, la mayor tipabilidad también se obtuvo con la EC 
(Tabla 4.10), ya que 40 de las 41 muestras se asignaron a un subtipo (T= 0,98). La 
tipabilidad observada para la electroforesis en geles Spreadex® de alta resolución fue un 
poco menor de 0,95, debido a que en la PCR dos muestras no amplificaron. Por el 
contrario, ninguno de los aislados pudo caracterizarse con exactitud empleando la 
secuenciación (T= 0) a causa del “tartamudeo” de la polimerasa, que se debe a que la 
enzima genera errores al copiar la secuencia de ADN, dando lugar a productos de 
amplificación que difieren en una unidad de repetición con respecto a la longitud del alelo 
original. Todo ello da lugar a interferencias en el cromatograma que impiden la precisa 
asignación de las bases.  
 
Este artefacto es más frecuente cuanto más pequeña sea la unidad de repetición y 
cuanto mayor sea el número de repeticiones (Shinde et al., 2003; Pasqualotto et al., 2007); 
por ello, este artefacto se encontró con frecuencia para el ML2, cuya región microsatélite 
está formada por un dinucleótido, mientras que no se observó para el ML1 que está 
integrado por un trinucleótido. 
 
Mediante EC se identificaron 8 alelos en la región ML2, mientras que con la 
electroforesis en geles de alta resolución se detectaron únicamente seis (Tabla 4.11), 
aunque, con este último método, la determinación del tamaño de los fragmentos de más de 
201 pb no resultó fiable, debido de nuevo a la presencia de bandas “tartamudas”, que 
dificultaron notablemente la lectura de los geles (Figura 4.8).  
 
Únicamente dos muestras, cuyo tamaño para el alelo ML2 fue pequeño (176 pb y 201 
pb), no presentaron dudas en su identificación. Mediante la EC también se observó el 
efecto del tartamudeo de la polimerasa en la región ML2; sin embargo, los picos 
“tartamudos” se observaron en orden decreciente en tamaño e intensidad a partir del pico 








Tabla 4.11. Subtipos gp60, ML1 y ML2 de C. parvum en terneros y corderos empleando diferentes 
técnicas 
Muestra* Subtipo GP60 Microsatélite ML1  Microsatélite ML2** MLT 
CE+ Spreadex Secuenciación  CE+ Spreadex   
B-01 IIaA15G2R1 238 238 ND#  231 ~231  1 
B-14 IIaA15G2R1 ND 238 238  231 ~231  1 
B-17 IIaA15G2R1 238 238 ND  231 ~231  1 
B-18 IIaA15G2R1 238 238 238  231 ~231  1 
B-22 IIaA15G2R1 238 238 238  231 ~231  1 
B-42 IIaA15G2R1 238 238 238  231 ~231  1 
B-43 IIaA15G2R1 238 238 238  231 ~231  1 
B-48 IIaA15G2R1 238 238 238  231 ~231  1 
B-50 IIaA15G2R1 238 238 238  231 ~231  1 
B-51 IIaA15G2R1 238 238 238  231 ~233  1 
B-54 IIaA15G2R1 238 238 238  231 ~231  1 
L-101 ND 238 ND ND  231 ~225  - 
B-27 IIaA15G2R1 238 238 238  225 ~225  2 
B-29 IIaA15G2R1 238 238 238  225 ~225  2 
B-41 IIaA15G2R1 238 238 238  225 ~225  2 
B-46 IIaA15G2R1 238 238 238  225 ~225  2 
B-47 IIaA15G2R1 238 238 238  225 ~225  2 
B-58 IIaA15G2R1 238 238 238  225 ~225  2 
B-59 IIaA15G2R1 238 238 238  225 ~225  2 
L-10 IIaA15G2R1 238 238 238  225 ~225  2 
L-95 IIaA16G3R1 238 238 238  227 ~225  3 
L-96 IIaA16G3R1 238 238 238  227 ~225  3 
L-97 IIaA16G3R1 238 238 238  227 ~225  3 
L-100 IIaA16G3R1 238 238 238  227 ~225  3 
L-102 IIaA16G3R1 238 238 238  227 ND  3 
L-103 IIaA16G3R1 238 238 238  227 ~225  3 
L-104 IIaA16G3R1 238 238 238  227 ~225  3 
B-02 IIaA15G2R1 238 238 238  227 ~229  4 
B-15 IIaA15G2R1 ND 238 238  227 ~229  4 
B-16 IIaA15G2R1 238 238 ND  227 ~231  4 
B-44 IIaA15G2R1 238 238 ND  233 ~233  5 
B-52 IIaA15G2R1 238 238 ND  233 ~233  5 
L-23 IIaA15G2R1 238 238 238  233 ~233  5 
B-19 IIaA15G2R1 238 238 ND  229 ~229  6 
B-40 IIaA15G2R1 238 238 238  229 ~231  6 
L-128 ND 238 238 ND  229 ~225  - 
L-127 ND 238 ND ND  ND ND  - 
L-22 IIaA15G2R1 238 238 238  235 ~233  7 
B-61 IIaA13G1R1 226 226 226  201 201  8 
B-28 IIaA15G2R1 226 226 226  233 ~233  9 
L-04 ND 229 ND ND  176 176  - 
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*B, terneros; L, corderos; **No se caracterizaron aislados mediante secuenciación del ML2; + Valores ajustados; # ND: Sin 
datos; ~ Estimado. 
 
 
Figura 4.8. Electroforesis de los productos de PCR para el ML2 en un gel Spreadex. Obsérvense la 
presencia de “bandas tartamudas” en los fragmentos de mayor tamaño, lo que dificulta su asignación a 
un alelo determinado. 
 
Al comparar el tamaño de los alelos generados con ambas técnicas para el ML2, se 
observó que los obtenidos con la EC fueron entre 0 y 10 pb más largos que con la 
electroforesis en geles de alta resolución, siendo las discrepancias más frecuentes las de 4 
pb (64,1% de los aislados), 6 pb (17,9%) y 2 pb (10,2 pb) ( = 4,3 ± 1,69 pb). Varios 
trabajos han señalado discrepancias en el tamaño de los alelos obtenidos mediante EC y 
otras técnicas como la secuenciación (Delmotte et al., 2001; Pasqualotto et al., 2007), lo 
que dificulta la realización de comparaciones directas con otros estudios. La presencia de 
una diferencia constante de 4 pb entre la EC y la secuenciación permitió establecer un 
factor de corrección para el locus ML1. Aunque esta discrepancia fue también la más 
común para el locus ML2, al comparar el tamaño del alelo obtenido con la EC y la 
electroforesis en geles de alta resolución, se observaron diferencias de hasta 10 pb; esta 
mayor variabilidad en las discrepancias para el ML2 es consecuencia de una mayor 
dificultad para realizar la correcta lectura de los geles y la identificación de los alelos, 
debido a la presencia de bandas tartamudas.  
 
Varios autores han constatado variaciones en el tamaño de los productos de la PCR al 
comparar los resultados de la EC obtenidos en diferente laboratorios, que pueden deberse a 
varios factores que influyen sobre la esta técnica, como son las diferentes propiedades de 
migración de los estándares y de los fragmentos amplificados, relacionados con la 
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composición nucleotídica de las secuencias; por ello es necesario que cada equipo, 
normalice el tamaño de los fragmentos para que se pueda realizar una correcta 
comparación de los alelos (Mansfield et al., 1996; Pasqualotto et al., 2007; Deemer y 
Nelson, 2010). En una reciente investigación se llevó a cabo el tipado multilocus de C. 
parvum, procedentes de terneros explotados en España, mediante el empleo de 6 
marcadores micro y minisatélite, observando que, para la mayoría de los loci, la EC 
generaba alelos de mayor tamaño que la secuenciación (Quílez et al., 2011). Por el 
contrario, en otros estudios se han obtenido resultados similares cuando se compara la 
secuenciación y la electroforesis en geles de poliacrilamida, aunque no se describen estas 
comparaciones de manera pormenorizada (Alves et al., 2003; Mallon et al., 2003b; Leoni 
et al., 2007). 
 
Los valores del índice de discriminación para el ML2 fueron superiores con la EC 
(Tabla 4.10). Además, al comparar ambas regiones microsatélite, las cifras del índice 
Hunter-Gaston indicaron que, independientemente de la técnica empleada, el marcador 
ML2 permite una mayor discriminación que el ML1.  
 
Finalmente, el análisis de costes demostró que la EC es aproximadamente un 70% más 
cara que la electroforesis en geles de alta definición, mientras que la secuenciación 
bidireccional comercial es la técnica más cara (aproximadamente un 500% más que las 
otras técnicas). 
 
En resumen, la electroforesis capilar mostró mejores valores de tipabilidad y poder 
discriminatorio en el análisis de fragmentos de las regiones microsatélite ML1 y ML2 y su 
coste es asumible. Los alelos fueron fácilmente identificables. Para el ML1 se observó un 
único pico, mientras que para el ML2 se observaron picos “tartamudos” que no impidieron 
determinar de manera sencilla el tamaño de los fragmentos. Por ello, mediante la EC se 
consiguió tipar la mayoría de los aislados. 
 
La electroforesis en geles Spreadex® de alta resolución fue la técnica más rápida y 
barata, ofreciendo también elevados valores de tipabilidad y poder discriminatorio que 
fueron similares a los obtenidos mediante EC. Sin embargo, la presencia de “bandas 
tartamudas” de similar intensidad, dificultó de manera notable la asignación de aislados a 
un determinado alelo ML2. De hecho, nuestros resultados revelan que debido a estas 
dificultades, la electroforesis en geles de alta resolución no es una técnica suficientemente 
precisa para realizar el análisis del tamaño de los fragmentos para este marcador. 
 
Con la secuenciación se obtuvieron los valores más bajos de tipabilidad, requirió 
mayor tiempo de análisis y es más cara, lo que concuerda con las observaciones de 
Enemark et al. (2002). Esta técnica no permitió tipar el 24% de los aislados para el locus 
ML1, lo que se debió principalmente a una deficiente calidad de las secuencias que 
impidieron su lectura; además, fue imposible obtener alguna secuencia para el marcador 
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ML2. En alelos con largas regiones microsatélite integradas por repeticiones del 
dinucleótido AG, varios autores señalaron que estas dificultades pueden deberse al 
“tartamudeo” de la polimerasa, que genera secuencias de diferentes tamaños que se 
traducen en cromatogramas con picos mixtos, muy difíciles de analizar (Alves et al., 2003; 
Quílez et al., 2011). Cabe destacar el escaso éxito de los intentos para reducir o eliminar el 
“tartamudeo” de la polimerasa en secuencias microsatélite integradas por repeticiones 
cortas (Coticone y Bloch, 2011). Además, nuestros resultados revelan que, la presencia de 
este artefacto, resulta de mayor dificultad para realizar el análisis de fragmentos para el 
marcador ML2 que para el ML1. 
 
 
4.2.2. Subtipado multilocus de aislados de C. parvum procedentes de terneros y 
corderos mediante la combinación del análisis de fragmentos de las regiones 
ML1 y ML2 y secuenciación de la gp60 
Como la EC mostró, en general, los mejores valores de tipabilidad y poder 
discriminatorio, los resultados obtenidos con esta técnica se utilizaron para realizar el 
análisis multilocus, combinando el tamaño de los alelos para las regiones ML1 y ML2 con 
el subtipo gp60. Con objeto de comparar nuestros resultados con los señalados por otros 
autores que habían empleado secuenciación o electroforesis (verificada con secuenciación), 
los tamaños obtenidos con la EC se ajustaron mediante la sustracción de 4 pb. Para la 
región ML1, este valor correspondió con la diferencia de tamaño de los alelos entre la EC 
y la secuenciación, mientras que para la ML2 fue la discrepancia de tamaño más común 
entre la EC y la electroforesis en geles de alta resolución, incluyendo las dos muestras que 
no presentaron dudas para su identificación (Tabla 4.11). Los valores ajustados se 
combinaron posteriormente con el subtipo gp60 para dar lugar al subtipo multilocus (MLT; 
Tabla 4.12). 
 
Tabla 4.12. Distribución de los MLTs para los aislados de C. parvum procedentes de terneros y 
corderos. No se les asignó un MLT a aquellos aislados que mostraron un perfil incompleto 
MLT GP60 ML1* ML2* Terneros  Corderos 
Nº aislados  Nº granjas   Nº aislados  Nº granjas  
1 IIaA15G2R1 238 231 11 7  0 0 
2 IIaA15G2R1 238 225 7 5  1 1 
3 IIaA16G3R1 238 227 0 0  7 1 
4 IIaA15G2R1 238 227 3 3  0 0 
5 IIaA15G2R1 238 233 2 1  1 1 
6 IIaA15G2R1 238 229 2 2  0 0 
7 IIaA15G2R1 238 235 0 0  1 1 
8 IIaA13G1R1 226 201 1 1  0 0 
9 IIaA15G2R1 226 233 1 1  0 0 
- - 229 176 0 0  1 1 
- - 238 231 0 0  1 1 
- - 238 229 0 0  1 1 
- - 238 - 0 0  1 1 
* El tamaño de los fragmentos obtenidos mediante CE está ajustado 
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Teniendo en cuenta que la secuenciación es la técnica considerada “gold standard” 
para el ML1, y debido al elevado nivel de correlación con las otras dos técnicas, en las 
muestras que resultaron negativas para la EC (B-14, B-15) se emplearon los resultados 
obtenidos tras el análisis de la secuencia (Tabla 4.10). De este modo, se tiparon 41 
muestras; este locus mostró una variabilidad genética muy baja, puesto que sólo permitió 
identificar 3 alelos (ML1-238, ML1-229 y ML1-226). Además, el ML1-238 fue el más 
prevalente tanto en terneros (25/27) como en corderos (13/14), puesto que el 93% del total 
de los aislados mostraron este alelo. Este alelo se ha identificado previamente en animales 
y humanos en Europa, EE.UU. y Japón (Cacciò et al., 2000, 2001; Mallon et al., 2003a; 
Huetink et al., 2001; Enemark et al., 2002; Chalmers et al., 2005; Hunter et al., 2007, 
2008; Leoni et al., 2007; Wielinga et al., 2008). Además, diversos varios autores (Hunter 
et al., 2007; Chalmers et al., 2005) han comprobado que la presencia de este alelo en 
humanos está claramente relacionado con el contacto con animales de granja. Con respecto 
a los otros dos alelos, solo dos terneros mostraron el ML1-226, mientras que el ML1-229, 
que se describe por primera vez en el presente estudio, aunque se identificó únicamente en 
un cordero.  
 
Se tiparon un total de 40 muestras para el locus ML2 (Tabla 4.10), hallándose 8 alelos 
de C. parvum: ML2-231 (12 aislados), ML2-227 (10), ML2-225 (8), ML2-233 (4), ML2-
229 (3), ML2-235 (1), ML2-201 (1) y ML2-176 (1). Este estudio constituye la primera cita 
de los dos últimos alelos. Tanto en terneros como en corderos se identificaron cinco alelos 
(ML2-233, ML2-231, ML2-229, ML1-227 y ML2-225), mientras que dos fueron 
específicos para el ganado ovino (ML2-235 y ML2-176) y uno para el bovino (ML2-201). 
El alelo más prevalente en los terneros fue el ML2-231 (40,7%), mientras que el más 
común en los corderos fue el ML2-227 (70%). Todos los alelos ML2 identificados en este 
trabajo, exceptuando el ML2-201 y el ML2-235, se han hallado previamente en las 
personas (Cacciò et al., 2001; Chalmers et al., 2005; Hunter et al., 2007, 2008; Wielinga et 
al., 2008), lo que confirma el potencial zoonótico de los aislados de C. parvum obtenidos 
de rumiantes domésticos en Galicia. Por el contrario, sólo tres de los alelos ML2 
identificados en este estudio (ML2-231, ML2-229 y ML2-227), se han detectado 
previamente en aislados procedentes de animales (Cacciò et al., 2001; Chalmers et al., 
2005; Wielinga et al., 2008). Cabe destacar que el único aislado que presentó el nuevo 
alelo ML2-201, así como un subtipo gp60 poco frecuente (IIaA13G1R1), procedía de una 
explotación de ganado vacuno de raza Rubia Gallega procedente de una zona montañosa 
del ayuntamiento de Muras, con escaso contacto con otras granjas. También es remarcable 
la presencia, en un cordero, de un aislado que mostraba los alelos ML1-229 y ML2-176, no 
detectados previamente en C. parvum, aunque muy comunes en C. hominis (Mallon et al., 
2003a; Chalmers et al., 2005; Leoni et al., 2007; Hunter et al., 2007, 2008). La ausencia de 
C. hominis en esta muestra se confirmó mediante el empleo de una PCR a tiempo real 
(Lib13) específica para C. parvum y C. hominis (Tanriverdi et al., 2003), confirmando que 
estos alelos eran genuinos de C. parvum.  
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Cuando los tamaños de los alelos para los dos marcadores microsatélite obtenidos con 
la EC se combinaron con los subtipos gp60, se tiparon 37 aislados de C. parvum para los 
tres loci (T= 0,90; Tabla 4.12), que se emplearon para el análisis multilocus. Así, se 
identificaron 9 subtipos multilocus (MLTs). Se observó que el ML2 fue el marcador que 
presentó un mayor polimorfismo, contribuyendo en mayor medida al poder discriminatorio 
del análisis multilocus, lo que coincide con estudios previos (Cacciò et al., 2001; Hunter et 
al., 2007, 2008; Quílez et al., 2011), aunque el empleo de otros marcadores diferentes 
podría proporcionar una mayor discriminación (Robinson y Chalmers, 2012). De este 
modo, con la EC se identificaron 8 alelos para este único marcador, en comparación con 
los 9 MLTs identificados tras la combinación de los alelos para los tres loci. En general, el 
nivel de diversidad genética observado en el presente estudio es similar al hallado 
previamente en aislados de C. parvum procedentes de humanos y rumiantes domésticos en 
Italia, Reino Unido y Países Bajos (Cacciò et al., 2001; Hunter et al., 2007, 2008; Wielinga 
et al., 2008). Los resultados del análisis multilocus permitieron diferenciar los 29 aislados 
pertenecientes al subtipo IIaA15G2R1 en 7 MLTs. Por el contrario, todos los IIaA16G3R1 
se asignaron en un solo MLT (MLT3, Tabla 4.12); estos aislados provenían de corderos de 
una única granja, donde el MLT3 fue el único MLT detectado (Tabla 4.12). Los MLT 7, 8 
y 9 también estuvieron restringidos a granjas individuales, y a un único animal. El MLT 
más frecuente fue el MLT1, detectado en 7 granjas de ganado bovino (Tabla 4.12). En las 
9 explotaciones donde se identificaron más de un aislado de C. parvum, en 5 se observó un 
único MLT, mientras que en 4 se hallaron más de uno.  
 
Se observó un mayor número de MLT (Tabla 4.12) en las muestras procedentes de 
terneros (7 MLT) que en aquellas de origen ovino (4 MLT), aunque esto podría deberse a 
que se analizaron más muestras de ganado vacuno procedentes de un mayor número de 
granjas. Los MLT 1, 4, 6, 8 y 9 se detectaron únicamente en terneros, mientras que el MLT 
3 y 7 sólo en ovinos. Sólo dos de los 9 MLT se observaron tanto en vacas como en ovejas, 
lo que demuestra el valor potencial de estos marcadores para el tipado de aislados y su 
aplicación en estudios epidemiológicos.  
 
Cuando los MLT identificados en terneros y corderos se analizaron en conjunto 
mediante el algoritmo eBURST (Figura 4.9), se observó un complejo clonal, con el MLT5 
como fundador, que incluye a todos los MLT a excepción del MLT8, que es idéntico al 
MLT9 únicamente para el locus ML1. 
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Figura 4.9. Red eBURST para los subtipos multilocus de C. parvum hallados en muestras tanto de 
terneros como de corderos (A; n= 37), sólo corderos (B; n= 10) y sólo terneros (C; n= 27). Los puntos 
indican los MLTs, con un diámetro proporcional al número de aislados. Las variaciones en un solo locus 
se han unido con líneas. 
 
El análisis de estos resultados revela que la mayoría de los MLT identificados en el 
ganado bovino y ovino de Galicia evolucionaron a partir del MLT5, uno de los dos MLT 
identificados en ambas especies animales, lo que apoya su papel como potencial ancestro. 
Los resultados de este análisis también confirman la singularidad del único aislado 
identificado como MLT8, ya que fue el único MLT considerado como un subtipo atípico. 
Cuando se analizaron únicamente los 4 MLT identificados en los corderos, tres de ellos 
formaron un complejo clonal. Aunque la mayoría de los aislados de origen ovino (7/10) 
pertenecían al MLT3, éste difería del resto en dos loci y se identificó como un valor 
atípico. Cuando los 7 MLT identificados en terneros se analizaron de forma independiente, 
6 formaron un complejo clonal de variantes para un único locus, agrupándose alrededor del 
fundador MLT5, mientras que el MLT8 se identificó como un MLT atípico. No obstante, 
para realizar un análisis estadístico más exhaustivo y detallado, se deberían analizar un 
mayor número de muestras procedentes de más granjas. 
 
Un análisis global de nuestros resultados indica que se puede alcanzar una alta 
discriminación mediante el empleo del subtipado multilocus, aunque es necesario 
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seleccionar cuidadosamente los marcadores y las técnicas a emplear. La secuenciación se 
considera la técnica “gold standard” para realizar estos análisis, permitiendo además 
detectar polimorfismos de nucleótidos y asignar correctamente un aislado a un alelo 
determinado; sin embargo la tipabilidad puede ser baja. La EC fue la técnica con mayor 
sensibilidad y poder discriminatorio para realizar el subtipado de aislados de C. parvum, 
aunque el tamaño de los fragmentos debe calibrarse mediante la comparación con material 








De los resultados obtenidos en este trabajo, se extraen las siguientes conclusiones: 
 
1ª.- En Galicia, Cryptosporidium spp es un parásito muy prevalente en granjas de 
rumiantes domésticos con brotes de diarrea neonatal, puesto que en un elevado porcentaje 
de explotaciones se hallaron cabritos (62,7%), terneros (53,4%) y corderos (31,6%) que 
excretaban ooquistes del protozoo. 
 
2ª.- En los terneros, la prevalencia y las cifras medias de eliminación de ooquistes 
disminuyeron a medida que aumentaba la edad, observándose las más elevadas en los 
animales menores de 2 semanas y las más bajas en los mayores de 21 días, constatándose 
que estas diferencias eran significativas.  
 
3ª.- El análisis de los fragmentos de restricción obtenidos a partir de los productos 
de PCR del gen SSU rRNA, utilizando las enzimas SspI, VspI y MboII, permitieron 
identificar C. parvum y C. bovis en terneros, C. parvum y C. ubiquitum en corderos y C. 
parvum y C. xiaoi en cabritos. Es la primera vez que se cita en España C. ubiquitum y C. 
xiaoi en corderos y cabritos, respectivamente.  
 
4ª.- La especie más prevalente, tanto a nivel individual como de explotación, fue C. 
parvum por lo que, en Galicia, los rumiantes domésticos menores de un mes tienen una 
gran importancia como portadores y diseminadores de esta especie potencialmente 
zoonótica y, por tanto, pueden jugar un importante papel en la epidemiología de la 
criptosporidiosis humana. 
 
 5ª.- El análisis de la secuencia del gen gp60 permitió identificar 10 subtipos de C. 
parvum pertenecientes a las familias alélicas IIa y IId, todos ellos identificados 
previamente en humanos, y por tanto con potencial zoonótico. Además, la diversidad 
genética de los aislados de C. parvum procedentes de ganado vacuno fue superior a la de 
los cabritos y corderos. 
 
6ª.- Las tres especies de rumiantes domésticos compartieron los tres subtipos más 
prevalentes (IIaA13G1R1, IIaA15G2R1 y IIaA16G3R1), lo que puede estar relacionado 
con el manejo de estos animales en las granjas gallegas. En este estudio se cita por primera 
vez el subtipo IIaA13G1R1 en estos rumiantes.  
 
7ª.- Los aislados de C. parvum procedentes de terneros mostraron una diversidad 
genética moderada (8 subtipos IIa). Los aislados de C. parvum hallados en pequeños 
rumiantes tuvieron menor diversidad genética (4 subtipos IIa); además, en los cabritos se 
identificó un subtipo de la familia IId (A17G1). Estos resultados aportan la primera cita 
mundial de los subtipos IIaA13G1R1, IIaA14G2R1 y IIaA16G3R1 en ganado ovino y 
caprino. 
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8ª.- La electroforesis capilar dio los mejores resultados de tipabilidad y poder 
discriminatorio en el análisis de fragmentos de las regiones microsatélite ML1 y ML2. La 
electroforesis en geles de alta resolución fue la técnica más rápida y económica, con 
niveles altos de tipabilidad y poder discriminatorio, pero sin suficiente fiabilidad cuando se 
desea analizar el tamaño de los fragmentos para el ML2. Finalmente, la secuenciación es la 
más limitada si se consideran los resultados de tipabilidad, tiempo de análisis y coste. 
 
9ª.- El análisis de las regiones microsatélite ML1 y ML2 permitió identificar tres 
alelos nuevos: el ML2-201 en terneros y el ML1-229 y ML2-176 en corderos. 
 
10ª.- La combinación de los alelos para los tres loci (ML1, ML2 y gp60) permitió 
incrementar la resolución del subtipado, al identificar 9 subtipos multilocus, siendo el ML2 
el marcador con mayor polimorfismo y poder discriminatorio. Sólo dos MLT fueron 
comunes en los terneros y en los corderos, lo que demuestra el valor potencial de estos 









Con objeto de conocer la prevalencia de Cryptosporidium en rumiantes domésticos 
explotados en Galicia, entre los años 2008 y 2013, se tomaron un total de 611 muestras de 
heces de animales menores de 35 días que presentaban un cuadro diarreico. Las heces se 
recogieron de forma individualizada y directamente del recto de estos animales; en los 
terneros se emplearon frascos estériles de plástico, mientras que para los corderos y 
cabritos se utilizaron hisopos sin medio. Las heces se transportaron en refrigeración hasta 
el laboratorio, donde se conservaron a 4ºC hasta su procesado.  
 
En un primer estudio, se procedió a la detección y caracterización molecular de 
aislados de Cryptosporidium en rumiantes domésticos de Galicia. Se analizaron 322 
muestras de heces de terneros pertenecientes a 190 explotaciones. Asimismo, se 
muestrearon 37 granjas de ovino (171 animales) y 23 de caprino (118 individuos). Al 
tiempo que se recogían las muestras, se anotaron diversos datos relativos a la explotación 
(orientación productiva, censo), así como la edad, en días, de los animales. Los terneros se 
dividieron en 4 grupos de edad (<8 días, de 8 a15 días, de 16 a 21 días y >21 días). Esta 
división no se pudo realizar  para los corderos y los cabritos debido a que, al realizarse la 
concentración de partos, no se pudo establecer su edad exacta en días. 
 
Las muestras fecales se analizaron utilizando tres técnicas microscópicas: tinción 
negativa de Heine, Ziehl-Neelsen modificado y tinción con auramina. La tinción negativa 
de Heine fue la técnica de cribado inicial; sin embargo, a causa de su baja sensibilidad, las 
muestras que resultaron negativas o dudosas al Heine, se volvieron a procesar mediante 
una de las otras dos técnicas.  
 
En las heces de los terneros se realizó una estimación semicuantitativa de la intensidad 
de eliminación de ooquistes, según lo descrito por Castro-Hermida et al. (2002a). Esta 
estimación no se pudo realizar en el caso de los corderos y cabritos debido a las notables 
diferencias que existían respecto a la cantidad de muestra recogida, lo que condicionó 
notablemente la recuperación de los ooquistes. 
 
El 49,1% de los neonatos que tenían diarrea eliminaban ooquistes de Cryptosporidium 
y en el 59,6% de las granjas había algún animal infectado por este protozoo. En un elevado 
porcentaje de granjas de ganado vacuno (60%), de ovino (54,1%) y de caprino (65,2%) se 
hallaron terneros (53,4%), corderos (31,6%) y cabritos (62,7%) que excretaban ooquistes 
de Cryptosporidium spp., mostrando diferencias estadísticamente significativas (χ
2
= 
32,153; p< 0,001) al considerar la prevalencia individual. 
 
Los terneros comenzaron a eliminar ooquistes a los 3 días de vida, lo que indica que se 
tuvieron que infectar inmediatamente después del parto. No obstante, los porcentajes de 
eliminación más elevados se observaron entre los 5 y 12 días de edad, siendo 
significativamente superiores (χ
2
= 10,718; p= 0,013) en los terneros menores de dos 
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semanas que en los que superaban esa edad. Además, tanto el porcentaje de animales que 
excretaban ooquistes como la intensidad de eliminación disminuyeron a medida que 
aumentaba la edad de los animales (63,4%; x= 2,2±1,02 en los menores de 2 semanas y 
11,5%; x= 1,0±0,99 en los mayores de 21 días).  
 
Las muestras positivas por microscopía se seleccionaron para su posterior 
caracterización molecular. Los ooquistes se purificaron utilizando la técnica de Elwin et al. 
(2001) y el ADN se extrajo con un kit comercial, con tres pasos previos de 
congelación/descongelación. En las muestras con un número reducido de ooquistes, la 
concentración se hizo con el método del agua destilada y acetato de etilo, y el ADN se 
extrajo directamente a partir del sedimento, utilizando un kit de extracción específico para 
muestras fecales. Para la identificación de las especies/genotipos de Cryptosporidium, se 
realizó el análisis de los fragmentos de restricción obtenidos a partir de los productos de 
PCR del gen SSU rRNA, utilizando las enzimas SspI, VspI y MboII. Los patrones de 
restricción obtenidos se compararon con los de Feng et al. (2007) y Xiao y Ryan (2008). 
Los aislados cuyo patrón de restricción no coincidió con el de C. parvum se secuenciaron 
para confirmar los resultados de la RFLP; las secuencias de ADN obtenidas se compararon 
con las especies/genotipos de Cryptosporidium depositadas en el GenBank.  
 
En los rumiantes domésticos gallegos se observaron cuatro patrones de bandas 
diferentes que permitieron identificar C. parvum y C. bovis en terneros, C. parvum y C. 
ubiquitum en corderos y C. parvum y C. xiaoi en cabritos. Sin embargo, no se puede 
descartar la presencia de otras especies de Cryptosporidium, ya que las técnicas basadas en 
la PCR de un fragmento del gen de la SSU rRNA amplifican de forma selectiva la especie 
dominante en la muestra. Cabe destacar que la PCR del SSU rRNA resultó negativa en el 
5,8%, 18,9% y 12,2% de los terneros, corderos y cabritos, respectivamente. En general, 
estas muestras presentaban, mediante técnicas microscópicas, un reducido número de 
ooquistes. 
 
Debido a que C. parvum fue la especie más prevalente, tanto a nivel individual como 
de explotación, en las tres especies animales estudiadas y, además, es junto a C. hominis, 
responsable de la mayoría de los brotes de criptosporidiosis en humanos, los rumiantes 
domésticos lactantes y intervendrían como portadores y diseminadores de especies 
zoonóticas del parásito en Galicia, pudiendo tener una notable importancia en la 
epidemiología de la criptosporidiosis humana. 
 
En todos los aislados procedentes de terneros se identificó C. parvum y estuvo 
presente se observó en el 97,4% de las granjas. Únicamente en dos animales, 
pertenecientes a dos explotaciones diferentes, se detectó una infección mixta por C. 
parvum y C. bovis. Esta última especie, muy adaptada a su hospedador, se considera poco 
patógena y su infección suele ser asintomática. No obstante, al no ser la especie dominante, 






Asimismo, C. parvum fue la especie más prevalente en ganado ovino, pues se halló en 
el 74,4% de los corderos y en el 60% de las explotaciones; además, en el 25,6% de los 
animales y en el 35% de las granjas de ganado ovino se identificó C. ubiquitum, siendo 
ésta la primera denuncia en corderos en España. En todas las granjas donde se analizaron 
dos o más muestras se identificó solo una especie de Cryptosporidium, excepto en dos 
explotaciones en las que se identificaron C. parvum y C. ubiquitum. En cinco aislados 
pertenecientes a dos granjas, las secuencias fueron idénticas a la del subtipo 1 (AF442484), 
mientras que otros 2 aislados, pertenecientes a otras dos granjas, presentaron una 
homología del 99% con el subtipo 2 de C. ubiquitum, al mostrar una transición de un 
nucleótido (G por A) en la posición 425; un aislado de otra explotación presentó el mismo 
polimorfismo de un solo nucleótido (SNP), junto con una delección del trinucleótido AAT. 
 
En el ganado caprino también predominó C. parvum (93,8% de los animales y en el 
86,7% de las granjas). Además, se halló C. xiaoi (7,7% de los animales y en el 26,7% de 
las explotaciones), siendo ésta la primera cita de C. xiaoi en cabritos explotados en España. 
Dos aislados identificados como C. xiaoi se secuenciaron para el gen SSU rRNA y sus 
secuencias mostraron una homología del 99,88% (812pb/813pb) con respecto a las de C. 
xiaoi incluidas en el GenBank. Debido a las similitudes observadas en las secuencias de C. 
xiaoi y C. bovis para el gen SSU rRNA, las muestras se analizaron para el gen de la actina 
y el análisis de la secuencia reveló una homología del 99,88% (852pb/853pb) con respecto 
a los aislados de C. xiaoi obtenidos en ovejas explotadas en otros países, observándose una 
transición (A por G) en la posición 671. Por el contrario, nuestros aislados mostraron una 
variación de 18 pb con respecto al aislado AY741307 de C. bovis. Las secuencias de C. 
xiaoi identificadas en el presente estudio se depositaron en el GenBank con los números de 
acceso GU553016 y GU553017. Finalmente, llama la atención la ausencia de C. ubiquitum 
en las muestras de los cabritos, debido a que sí la habíamos hallado en corderos y, en 
Galicia, son frecuentes las explotaciones mixtas de ganado ovino y caprino. 
 
Los aislados identificados como C. parvum en la RFLP, se subtiparon mediante el 
análisis de la secuencia de un fragmento del gen que codifica para la glicoproteína de 60 
kDa (gp60), según el protocolo descrito por Alves et al. (2003). Los subtipos se nombraron 
de acuerdo a Sulaiman et al. (2005). En los rumiantes domésticos gallegos, se identificaron 
10 subtipos de C. parvum que pertenecieron a las familias alélicas zoonóticas IIa (9) y IId 
(1).  
 
La diversidad genética de los aislados de C. parvum procedentes de terneros (8 
subtipos) fue mayor que la hallada en los cabritos (5) o en los corderos (4). Algunos 
subtipos se hallaron sólo en terneros (IIaA11G2R1, IIaA13G2R1, IIaA16G1R1, 
IIaA16G2R1 y IIaA18G3R1) o en cabritos (IIdA17G1). Por el contrario, en las 3 especies 
de rumiantes, se detectaron 3 subtipos comunes: IIaA13G1R1, IIaA15G2R1 y 
IIaA16G3R1. El subtipo IIaA13G1R1 se cita por primera vez en rumiantes domésticos, así 
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como el IIaA14G2R1 y el IIaA16G3R1 en corderos y cabritos.  
 
En terneros, los 8 subtipos identificados pertenecieron a la familia alélica IIa de C. 
parvum y presentaron una homología del 100% con los aislados de referencia, excepto 1 
aislado del subtipo IIaA16G3R1 (B136) y 2 del IIaA15G2R1 (B160 y B177) que 
presentaron mutaciones en la región no microsatélite del gen. El análisis subgenotípico 
confirmó que el alelo IIaA15G2R1, considerado uno de los principales subtipos 
responsables de criptosporidiosis en humanos, fue el más prevalente y ampliamente 
distribuido en los terneros (en el 80,4% de las granjas positivas a C. parvum). El segundo 
subtipo más frecuente fue el IIaA16G3R1 (12,9% y 12,6% de los aislados y granjas 
positivas, respectivamente), también descrito en humanos. Los tres aislados pertenecientes 
al subtipo IIaA13G1R1 se identificaron como un nuevo subtipo y su secuencia se depositó 
en el GenBank (número de acceso GU111578). El resto de subtipos (IIaA11G2R1, 
IIaA13G1R1, IIaA13G2R1, IIaA16G1R1, IIaA16G2R1 y IIaA18G3R1) fueron claramente 
minoritarios, pues se identificaron en menos de 4 aislados de 1-3 explotaciones.  
 
Al analizar la presencia de más de un subtipo gp60 en aquellas explotaciones de 
ganado vacuno en las que se habían detectado varios aislados de C. parvum, se observó 
que en la mayoría de las granjas se identificó un único alelo y solo en 5 rebaños se hallaron 
dos subtipos diferentes. En estas 5 explotaciones se halló el subtipo IIaA15G2R1, junto 
con el IIaA16G3R1 (4) y el IIaA13G1R1 (1). En general, cada uno de los alelos se observó 
en un brote de diarrea neonatal diferente; sin embargo, en 2 de estas 5 granjas, ambos 
subtipos se identificaron en el mismo brote de diarrea.  
 
Para el gen gp60, se obtuvieron 26 secuencias legibles en ganado ovino y 58 en el 
caprino. Al compararlas con las depositadas en el GenBank, se comprobó que los aislados 
de C. parvum que infectan a los pequeños rumiantes en Galicia presentan poca diversidad 
genética, puesto que sólo se detectaron cinco subtipos; de los cuales, 4 (IIaA13G1R1, 
IIaA14G2R1, IIaA15G2R1 y IIaA16G3R1) pertenecen a la familia alélica IIa y se 
identificaron tanto en corderos como en cabritos. Además, en estos últimos, se identificó 
un subtipo (IIdA17G1) de la familia IId. Es la primera vez que se citan los subtipos 
IIaA13G1R1, IIaA14G2R1 y IIaA16G3R1 en pequeños rumiantes, y debido a que las 
muestras procedían de animales con diarrea, estos subtipos deben considerarse patógenos. 
 
En el 60% de los rebaños de ovinos y en el 50% de los de caprino se identificó el 
subtipo IIaA15G2R1, siendo el IIaA16G3R1 el segundo subtipo más prevalente. El resto 
de los subtipos identificados se detectaron en menos de 5 granjas.  
 
En granjas de ganado ovino en las que se habían detectado más de dos aislados de C. 
parvum, se observó que solo en 1 se identificaron dos alelos, aunque en brotes diferentes, 
lo que pone de manifiesto la utilidad de las técnicas de subtipado para reconocer las 





identificó un único subtipo, en tres explotaciones se detectaron múltiples subtipos de C 
parvum, siempre asociados al mismo brote de diarrea neonatal. 
 
 
En el segundo estudio se determinó la variabilidad genética de C. parvum, en los 
rumiantes domésticos de Galicia, mediante un análisis multilocus en tres marcadores 
(ML1, ML2 y gp60). Debido a la ausencia de un método estandarizado para realizar este 
análisis de fragmentos para las regiones microsatélite ML1 y ML2, primero se evaluó la 
utilidad de tres técnicas empleadas habitualmente para su análisis: electroforesis capilar, 
electroforesis en geles de alta resolución y secuenciación (considerada la técnica de 
referencia).  
 
Los marcadores microsatélite ML1 y ML2 se amplificaron mediante una PCR descrita 
por Cacciò et al. (2000, 2001). En el caso de la electroforesis capilar, se empleó un 
cebador antisentido marcado con el colorante WellRED D3, y el tamaño de los fragmentos 
amplificados se analizó en un secuenciador CEQ 8000 Genetic Analysis System. En la 
electroforesis en geles de alta resolución, los productos obtenidos en la PCR se separaron 
en geles comerciales prefabricados Spreadex EL500 empleando el sistema SEA2000. En la 
secuenciación, las secuencias se compararon con las almacenadas en el GenBank. 
Posteriormente, la utilidad de cada técnica para subtipar los aislados de C. parvum para 
estos marcadores se evaluó mediante el cálculo de la tipabilidad y poder discriminatorio 
(índice Hunter–Gaston), aunque también se incluyó el coste de cada método, así como el 
tiempo de análisis y la facilidad de uso. 
 
Para el marcador ML1, la mayor tipabilidad (T= 0,95) se halló con la electroforesis 
capilar (EC) y con la electroforesis en geles de alta resolución (T= 0,93); por el contrario, 
la secuenciación mostró la menor tipabilidad (T= 0,76). Con el índice Hunter-Gaston se 
comprobó que el poder discriminatorio para el ML1 fue bajo (< 0,15) independientemente 
de la técnica utilizada.  
 
Para la región ML2, también se obtuvo la mayor tipabilidad con la EC (T= 0,98) y con 
la electroforesis en geles de alta resolución (T= 0,95); con este último método, la 
determinación del tamaño de los fragmentos de más de 201 pb no resultó fiable, debido a 
la presencia de “bandas tartamudas”, que dificultan notablemente la lectura de los geles. 
Por el contrario, ninguno de los aislados pudo caracterizarse con exactitud empleando la 
secuenciación (T= 0) debido a que la enzima genera errores al copiar la secuencia 
microsatélite, dando lugar a interferencias en el cromatograma que impiden la precisa 
asignación de las bases. Los valores del índice de discriminación para el ML2 fueron 
superiores con la EC.  
 
Una visión global de los resultados demuestra que la EC muestra los mejores valores 
de tipabilidad y poder discriminatorio en el análisis de fragmentos de las regiones 
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microsatélite ML1 y ML2, con un coste asumible. Aunque la electroforesis en geles de alta 
resolución fue la técnica más rápida y de menor coste, ofreciendo también elevados valores 
de tipabilidad y poder discriminatorio, la presencia de “bandas tartamudas” de similar 
intensidad, dificulta la asignación precisa de aislados a un determinado alelo ML2.  
 
Los resultados obtenidos para los microsatélites ML1 y ML2 obtenidos con el método 
que mostró las mejores características (electroforesis capilar) se combinaron 
posteriormente con los del gen de la gp60 para obtener un subtipo multilocus (MLT), lo 
que permitió determinar la variabilidad genética de C. parvum en los rumiantes domésticos 
de Galicia. Solo se incluyeron en el análisis los aislados que resultaron positivos para los 
tres locus. 
 
Para el ML1 se tiparon 41 muestras; este locus mostró una variabilidad genética muy 
baja, puesto que sólo permitió identificar 3 alelos (ML1-238, ML1-229 y ML1-226). 
Además, el ML1-238 fue el más prevalente tanto en terneros (25/27) como en corderos 
(13/14), puesto que el 93% del total de los aislados mostraron este alelo; además, se ha 
demostrado que su presencia en humanos está relacionada con el contacto con animales de 
granja. Con respecto a los otros dos alelos, solo dos terneros mostraron el ML1-226, 
mientras que el ML1-229, que se describe por primera vez en el presente estudio, se 
identificó únicamente en un cordero.  
 
Para el locus ML2, se obtuvieron 8 alelos de C. parvum: ML2-231 (12 aislados), 
ML2-227 (10), ML2-225 (8), ML2-233 (4), ML2-229 (3), ML2-235 (1), ML2-201 (1) y 
ML2-176 (1). Este estudio constituye la primera cita de los dos últimos alelos. Tanto en 
terneros como en corderos se identificaron cinco alelos (ML2-233, ML2-231, ML2-229, 
ML1-227 y ML2-225), mientras que dos fueron específicos para el ganado ovino (ML2-
235 y ML2-176) y uno para el vacuno (ML2-201). El alelo más prevalente en los terneros 
fue el ML2-231 (40,7%), mientras que el más común en los corderos fue el ML2-227 
(70%). Todos los alelos ML2 identificados en este trabajo, exceptuando el ML2-201 y el 
ML2-235, se han hallado previamente en las personas, lo que confirma el potencial 
zoonótico de los aislados de C. parvum obtenidos de rumiantes domésticos en Galicia. Por 
el contrario, sólo tres de los alelos ML2 identificados en este estudio (ML2-231, ML2-229 
y ML2-227) se habían detectado previamente en aislados procedentes de animales.  
 
Cuando los tamaños de los alelos para los dos marcadores microsatélite obtenidos con 
la EC se combinaron con los subtipos gp60, se tiparon 37 aislados de C. parvum para los 
tres loci (T= 0,90). Se identificaron 9 subtipos multilocus (MLTs) y se observó que el ML2 
fue el marcador con mayor polimorfismo y el de mayor poder discriminatorio. De este 
modo, con la EC se identificaron 8 alelos para este único marcador, en comparación con 
los 9 MLTs identificados tras la combinación de los alelos para los tres loci. Los resultados 
del análisis multilocus permitieron diferenciar los 29 aislados pertenecientes al subtipo 





MLT procedentes de corderos de una única granja. Otros tres MLT también estuvieron 
restringidos a granjas individuales, y a un único animal. El MLT más frecuente fue el 
MLT1, detectado en 7 granjas de ganado vacuno. En las 9 explotaciones donde se 
identificaron más de un aislado de C. parvum, en 5 se observó un único MLT, mientras que 
en 4 se hallaron más de uno.  
 
Se observó un mayor número de MLT en las muestras procedentes de terneros (7 
MLT) que en las de origen ovino (4 MLT). Sólo dos de los 9 MLT se observaron tanto en 
terneros como en corderos, lo que demuestra el valor potencial de estos marcadores para el 
tipado de aislados y su aplicación en estudios epidemiológicos.  
 
Se realizó el análisis de clusters empleando el algoritmo eBURST, que vincula los 
MLT que difieren de otro en un solo locus (single-locus variants; SLVs), mientras que 
aquellos MLT que difieren en más de un locus no se vinculan. De este modo cada cluster 
se forma alrededor de un “miembro fundador”, que tiene el mayor número de SLV, y que 
es considerado el tipo ancestral. 
 
Cuando los MLT identificados en terneros y corderos se analizaron en conjunto 
mediante el algoritmo eBURST, se observó un complejo clonal, con el MLT5 como núcleo 
fundador, que incluye a todos los MLT a excepción del MLT8. El análisis global de 
nuestros resultados indica que se puede alcanzar una adecuada discriminación mediante el 
empleo del subtipado multilocus, aunque previamente es necesario seleccionar 
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